Dynamique de l'émergence in vitro des mutants d'échappement du virus de la peste des petits ruminants (PPRV) face à l'activité ARN interférente ciblant le gène de la nucléoprotéine : implications pour les stratégies thérapeutiques by Holz, Carine
  
 
UNIVERSITE MONTPELLIER II 






T H E S E 
 
pour obtenir le grade de 
 
DOCTEUR DE L'UNIVERSITE MONTPELLIER 2 
 
Discipline : Virologie 
 
Spécialité : Biologie-Santé 
 
Ecole Doctorale : Sciences chimiques et biologiques pour la santé 
 






Carine Lidiane HOLZ 
 
 




Dynamique de l’émergence in vitro des mutants d’échappement du 
virus de la peste des petits ruminants (PPRV) face à l’activité ARN interférente 
ciblant le gène de la nucléoprotéine : implications pour les stratégies 
thérapeutiques 
 






Docteur Stéphane BERTAGNOLI, ENVT-INRA, Université de Toulouse II  Rapporteur 
 
Docteur Frédéric TANGY, Institut Pasteur, Paris    Rapporteur 
 
Docteur Gilles DIVITA, CNRS-Université de Montpellier II        Examinateur  
 
Docteur Noël TORDO, Institut Pasteur, Lyon      Examinateur 
 
Docteur Renata SERVAN DE ALMEIDA, Cirad-INRA, Montpellier  Membre invité 
 
Docteur Geneviève LIBEAU, Cirad-INRA, Montpellier   Membre invité 
 1 
 
UNIVERSITE MONTPELLIER II 






T H E S E 
 
pour obtenir le grade de 
 
DOCTEUR DE L'UNIVERSITE MONTPELLIER 2 
 
Discipline : Virologie 
 
Spécialité : Biologie-Santé 
 
Ecole Doctorale : Sciences chimiques et biologiques pour la santé 
 






Carine Lidiane HOLZ 
 
 




Dynamique de l’émergence in vitro des mutants d’échappement du 
virus de la peste des petits ruminants (PPRV) face à l’activité ARN interférente 
ciblant le gène de la nucléoprotéine : implications pour les stratégies 
thérapeutiques 
 






Docteur Stéphane BERTAGNOLI, ENVT-INRA, Université de Toulouse II  Rapporteur 
 
Docteur Frédéric TANGY, Institut Pasteur, Paris    Rapporteur 
 
Docteur Gilles DIVITA, CNRS-Université de Montpellier II        Examinateur  
 
Docteur Noël TORDO, Institut Pasteur, Lyon      Examinateur 
 
Docteur Renata SERVAN DE ALMEIDA, Cirad-INRA, Montpellier  Membre invité 
 
Docteur Geneviève LIBEAU, Cirad-INRA, Montpellier   Membre invité 
 2 
 
Dynamique de l’émergence in vitro des mutants d’échappement du virus de la peste des 
petits ruminants (PPRV) face à l’activité ARN interférente ciblant le gène de la 





Les membres du genre Morbillivirus, famille Paramyxoviridae sont responsables de graves 
maladies chez l’homme et les animaux, comme la rougeole, la peste bovine (RP) et la peste des 
petits ruminants (PPR). Malgré l'existence de vaccins efficaces contre ces maladies, des 
traitements spécifiques sont souhaitables. L’inhibition de la réplication de ces virus peut être 
acquise par interférence ARN (ARNi), un mécanisme d’inhibition post-transcriptionnel 
déclenché par des séquences courtes d’ARN double-brin (siARN). Le Cirad a précédemment 
identifié 3 siARNs ciblant des régions conservées du gène de la nucléoprotéine virale capables 
d’inhiber au moins 80% de la réplication in vitro des virus de la rougeole, de la RP et de la 
PPR. Cependant, un problème majeur dans la stratégie d’ARNi est le risque d'apparition de 
virus résistants. Dans cette étude, nous avons évalué le risque d’apparition de mutants 
d’échappement du virus de la PPR sous pression de sélection de 3 siARNs appliqués seul ou en 
association après plusieurs transfections successives in vitro. Excepté pour la combinaison des 
3 siARNs, le virus a échappé à l’ARNi après 3 à 20 passages consécutifs, avec des mutations 
simples ou multiples (synonymes ou pas) ou une délétion de 6 nucléotides dans la zone cible 
des siARN. Ces résultats mettent en évidence une plasticité génomique inattendue des 
morbillivirus surtout illustrée par cette délétion non-délétère d’une partie significative d’un 
gène viral essentiel, qui devrait être considérée comme un obstacle à l'utilisation de l’ARNi 
comme thérapie antivirale. Cependant, l'utilisation combinée de 3 siARNs peut être proposée 
pour diminuer le risque d'échappement aux siARNs. 
 
Mots Clés : Morbillivirus, virus de la peste des petits ruminants (PPRV), interférence ARN 




Dynamics of the in vitro emergence of escape mutants of the peste des petits ruminants 






Viruses in the genus Morbillivirus, within the family Paramyxoviridae are responsible for 
severe humans and animal diseases, including measles, rinderpest (RP) and peste des petits 
ruminants (PPR). In spite of the existence of efficient vaccines against these diseases, specific 
treatments to be applied when the infection is already present are desirable. Inhibition of 
morbillivirus replication can be achieved by RNA interference (RNAi), a mechanism of post-
transcriptional gene silencing triggered by small double-stranded RNA (siRNA). The Cirad 
previously identified three siRNAs that target conserved regions of the essential gene encoding 
the viral nucleoprotein and are able to prevent in vitro at least 80% of the replication of 
measles, RP and PPR viruses . However, a major problem in RNAi is the important risk of 
emergence of escape mutants. In this study, we investigated the ability of PPR virus to escape 
the inhibition conferred by single or multiple siRNAs after several consecutive transfections in 
vitro. Except with the combination of the three different siRNAs, the virus systematically 
escaped RNAi after 3 to 20 consecutive passages. The mutations were characterized by either 
single or multiple punctual nucleotide mutations (synonymous or not) or a deletion of a stretch 
of 6 nucleotides into the siRNA target. These results demonstrate that the genomic plasticity of 
morbilliviruses, illustrated maily by this significant and no-deleterious deletion in an essential 
viral gene, should be considered as an obstacle to the use of RNAi in antiviral therapy. 
However, the combined use of three siRNAs can be proposed to prevent treatment failure with 
siRNAs. 
 
KEYWORDS: Morbillivirus, peste des petits ruminants virus (PPRV), RNA interference 
(RNAi), siRNA, escape virus, antiviral therapy, genomic malleability. 
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aa : Acide aminé 
AAV : Virus associé à l’adénovirus 
ADNc : ADN complémentaire 
AFM : Analyse factorielle multiple 
ARNdb : ARN double brin 
ARNi : Interférence ARN 
ATP : Adénosine-5'-triphosphate 
 
BVD : Diarrhée à virus des bovins 
 
CDV : Canine distemper virus (virus de la maladie de Carré) 
CHS : Chalcone synthase 
CMV : Cytomégalovirus  
 
DICC50/ml : Dose infectant 50% des cultures cellulaires 
DICER : Endonucléase membre de la famille des ARNases III 
DIVA : Differenciation of infected and vaccinated animals 
 
EBV : Epstein-barr virus 
ECP : Effet cythopathique 
EMPRES : Système de prévention et de réponse rapide contre les ravageurs et les 
maladies transfrontières des animaux et des plantes 
 
F : Protéine de fusion 
FAO : Food and Agriculture Organization  
 
GREP : Programme mondial d’éradication de la peste bovine 
 
H : Protéine de l’hémagglutinine 





IF : Immunofluorescence 
IF-1 : Interféron de type 1  
InVS : Institut de Veille Sanitaire 
 
M : Protéine de la matrice 
mAc : anticorps monoclonal  
MEM : Milieu essentiel minimum d’Eagles 
miARN : micro ARN 
MOI : Multiplicité d’infection (Multiplicity of infection) 
MV : Measles virus (virus de la rougeole) 
 
N : Nucléoprotéine 
 
OIE : Organisation mondiale des épizooties 
OMS : Organisation Mondiale de la Santé 
 
P : Phosphoprotéine 
PB : Peste bovine 
PBS : Phosphate buffered saline ou tampon phosphate salin 
PCR-HRM : High-resolution melting real-time PCR 
PDV : Phocine distemper virus (morbillivirus des phoques) 
PPR : Peste des petits ruminants 
PPRV : Virus de la peste des petits ruminants 
pre-miARN : Précurseur de micro ARN 
p/s/cm2/sr : Photons/s/cm2/steradian  
 
QPCR : Quantitative PCR (PCR quantitative ou PCR en temps réel) 
 
RdRp : RNA-directed RNA polymerase  
RISC : RNA-induced silencing complex 
RNAi : Interférence ARN 
RNP : Ribonucléoprotéine 
RPV : Rinderpest virus (virus de la peste bovine) 
RSV : Virus respiratoire syncytial 
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RT-PCR : reverse transcription-PCR 
 
SLAM : Signalling lymphocyte activation molecule 
siARN : Small interfering RNA (petits ARN interférent) 
SVF : Sérum de veau fétal  
SV40 : Virus simien 40  
 
TLR : Toll like receptor  
 
UNICEF : The United Nations children's fund 
 
VEGF : Vascular endothelial growth factor 
VHB : Virus de l’hépatite B 
VHC : Virus de l’hépatite C   
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Les morbillivirus font partie de la famille Paramyxoviridae, virus à ARN 
monocaténaire de polarité négative (Gibbs et al., 1979 ; Banyard et al., 2006 ; Diallo et al., 
2007). Ils sont responsables de maladies très contagieuses et sévères chez l’homme et chez 
l’animal telles que la rougeole, la peste bovine (PB) et la peste des petits ruminants (PPR). 
Les virus de cette famille sont antigéniquement très proches avec des réactions sérologiques 
croisées possibles. La rougeole est considérée au niveau mondial comme la principale cause 
de mortalité induite par des maladies pouvant être contrôlées par la vaccination (de Quadros 
et al., 2003). Elle affecte essentiellement les enfants des populations les plus démunies en 
raison principalement de la difficulté à distribuer le vaccin (Katz, 1995). La peste bovine et 
la peste des petits ruminants sont des maladies qui affectent les ruminants domestiques et 
sauvages et entrainent des taux de mortalité souvent élevés. La PB a été considérée pendant 
des siècles comme la plus importante de toutes les maladies des ruminants en raison de la 
forte mortalité qu’elle peut entraîner. Son éradication était depuis fort longtemps au cœur 
des priorités des organisations internationales en charge des questions de santé animale. Le 
25 mai 2011, l'Organisation mondiale de la santé animale (OIE) déclare la peste bovine 
éradiquée de la surface de la terre. Elle devient ainsi la première maladie animale à avoir été 
éradiquée par l'homme. Jusqu’à présent une seule maladie humaine a été éradiquée : la 
variole en 1980. En revanche, la peste des petits ruminants est en pleine expansion. Décrite 
pour la première fois en 1942 en Côte d’Ivoire (Gargadennec & Lalanne, 1942), son aire de 
répartition géographique est en expansion depuis quelques décennies. Initialement 
cantonnée en Afrique occidentale, la maladie est désormais présente dans de nombreux 
territoires d’Afrique, du Moyen-Orient et d’Asie. Sa récente extension au nord du Sahara 
fait que l’introduction de cette maladie en Europe est désormais un risque potentiel à ne pas 
négliger (Dufour et al., 2009).  
Il existe des vaccins pour lutter contre l’ensemble de ces maladies. Cependant, il 
n’existe aucun traitement spécifique quand un foyer apparaît. Une approche prometteuse de 
traitement antimorbillivirus est la possibilité de bloquer l'expression des gènes de ce virus 
par l’interférence ARN (ARNi). L’ARNi est un mécanisme hautement conservé au cours de 
l’évolution et semble avoir un rôle naturel dans la régulation fine des gènes. Il permet 
également d’interférer avec l’expression de gènes viraux (Carmichael, 2002 ; Ding et al., 
2004 ; Saksela, 2003). Il consiste à déclencher, au niveau d’une cellule cible, la dégradation 
sélective d’un ARN messager (ARNm) par un jeu de réactions enzymatiques impliquant 
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dans la cellule de petits ARN d’une vingtaine de paires de bases appelés ARN interférents 
(small interfering RNA, siARN). Lorsque l’hybridation entre siARN et l’ARNm cible est 
établie, un complexe enzymatique nommé RISC (RNA-induced silencing complex) clive 
l’ARNm cible, qui est ensuite dégradé et n’est plus traduit en protéine (effet de silencing). 
Ce mécanisme est très spécifique de la séquence cible (Tuschl & Borkhardt, 2002).  
A l’heure actuelle, les siARN font l’objet d’un usage intensif pour étudier la 
fonctionnalité des gènes par inhibition de leur expression. Toutefois, les champs 
d’applications, hors génomique, sont très larges. Les siARN sont utilisables dans une visée 
thérapeutique telle que l’inhibition de l’expression d’un oncogène en cancérologie, d’un 
gène délétère dans le cas de maladies héréditaires, ainsi que dans les thérapies antivirales. 
Néanmoins, la promesse thérapeutique de cet outil est basée sur plusieurs conditions : 
absence de toxicité, spécificité de l’effet de silencing, efficacité de la délivrance in vivo et 
résistance à l’émergence de virus mutants d’échappement (Ichim et al., 2004). 
L’échappement au traitement par des siARNs a été décrit plusieurs fois, notamment avec des 
virus à ARN  (Boden et al., 2003 ; Das et al., 2004 ; Gitlin et al., 2005 ; Konishi et al., 2006 ; 
Baba et al., 2008 ; von Eije et al., 2008). La résistance peut se produire par une simple ou 
plusieurs mutations dans ou en dehors de la région cible (Gitlin et al., 2005 ; Westerhout et 
al., 2005 ; von Eije et al., 2008) et jusqu’à une délétion partielle ou complète de la région 
cible (Westerhout et al., 2005 )  
 
L’objectif de cette étude était d’évaluer le risque d’apparition de mutants 
d’échappement du virus de la peste des petits ruminants sous pression de sélection de trois 
siARN (siNPPRV1, siNPPRV6 et siNPPRV7) préalablement identifiés par le laboratoire de 
virologie du Cirad. 
 
Le présent mémoire de thèse sera divisé en quatre parties : 
-  La première est consacrée à la revue bibliographique et se décline en deux 
sous parties dont la première porte sur les morbillivirus et la seconde sur 
l’interférence ARN. 
- La seconde partie présente la problématique et les objectifs du travail. 
- La troisième partie aborde les travaux expérimentaux réalisés en commençant 
par les matériels et méthodes, puis les résultats obtenus et la discussion. 
-  La dernière partie présente les conclusions et perspectives envisagées. 
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2 REVUE BIBLIOGRAPHIQUE 
 
 





Les virus du genre Morbillivirus sont classés dans la famille Paramyxoviridae, sous-
famille Paramyxovirinae (Gibbs et al., 1979 ; Banyard et al., 2006 ; Diallo et al., 2007). Les 
virus de cette famille sont antigéniquement très proches avec des réactions sérologiques 
croisées possibles. Ils présentent cependant une grande spécificité d’hôtes, à l’exception 
peut-être du virus de la maladie de Carré qui atteint généralement les canidés et les félidés 
sauvages, mais qui s’est probablement adapté aux mammifères marins (Osterhaus & Vedder, 
1988 ; Grachev et al., 1989 ; Likhoshway et al., 1989) et les mustelidés (Appel & Gillespie, 
1972). Le genre Morbillivirus contient des entités très pathogènes responsables de maladies 
graves chez l’homme et l’animal. Les principales maladies sont indiquées dans le Tableau 1. 
 
Tableau 1. Principaux agents pathogènes du genre Morbillivirus (d’après Banyard 
et al., 2006) 
 
Virus Maladie Hôte(s) 
Measles virus (MV) Rougeole Primates (homme, singe) 
Canine distemper virus 
(CDV) 
Maladie de Carré Canidés (et félidés sauvages, 
mustelidés et mammifères marins) 
Rinderpest virus (RPV) Peste bovine Artiodactyles 
Virus de la peste des petits 
ruminants (PPRV) 
Peste des petits 
ruminants 
Caprins, ovins et ruminants 
sauvages 
Phocine distemper virus 
(PDV) 
La peste des phoques Pinnipèdes 
 
Des études de réaction croisées avec des anticorps monoclonaux et d’analyse de 
séquence protéiques au sein de ce groupe viral ont permis d’établir des relations entre virus 
(Norrby et al., 1985 ; Banyard et al., 2006). Cependant, les données actuelles ne permettent 
pas de déterminer avec certitude quel est l’ancêtre commun du genre Morbillivirus et de 
quelle espèce il provient. Le MV et le RPV sont génétiquement et antigénétiquement 
 18 
 
étroitement liés entre eux et tous les deux sont assez éloignés de CDV (Norrby et al., 1985 ; 
Furuse et al., 2010). PPRV pourrait être une variante de RPV qui s'est adapté aux petits 
ruminants et est devenu un virus distinct et éloigné de son ancêtre théorique (Gibbs et al., 
1979 ). CDV et PDV sont les deux morbillivirus plus étroitement liés du point de vue 
génétique. Il est probable que le PDV soit issu de CDV (Barrett, 1999). Les isolats de 
morbillivirus de cétacés sont phylogénétiquement très proches, leur différence étant 
comparable à la variation intra-lignée observée chez d'autres morbillivirus (Banyard et al., 
2006). Un arbre phylogénétique montrant les rapports entre les différents morbillivirus est 
montré dans la Figure 1.  
 
 
Figure 1. Arbre phylogénétique des différents morbillivirus basé sur une séquence 
partielle du gène de la phosphoprotéine P (d’après Barrett, 1999, modifié). 
 
 
2.1.2 Structure virale et organisation génomique 
 
Les morbillivirus sont des virus enveloppés et pléomorphes dont la taille varie de 150 
à 700 nm (Pastoret et al., 1991). Leur génome est composé d’un brin d’ARN monocaténaire 
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négatif, non segmenté, d’environ 16 000 nucléotides (Diallo, 2003a ; Barrett et al., 2005). 
Leur génome respecte la « règle des six » qui s’applique à tous les virus de la sous-famille 
Paramyxovirinae. Cette règle est la conséquence de l’association de chaque sous-unité de la 
nucléoprotéine N à exactement six nucléotides. Selon la « règle des six », seuls les génomes 
dont le nombre total de nucléotides est un multiple de six sont efficacement répliqués 
(Halpin et al., 2004 ; Roux, 2005). En effet, la réplication de ces virus peut entraîner des 
erreurs : la « règle des six » laisse l’avantage aux génomes corrects (Conzelmann, 2004). Le 
génome est divisé en six unités transrationnelles codant pour deux protéines non structurales 
(protéine V et C) et six protéines structurales (protéines N, P, M, F, H et L ; Barrett, 1999 ; 
Baron & Barrett, 1995 ; Diallo, 1990 ; Arns et al., 2007). Le génome est ordonné comme 




Figure 2. Structure et organisation génomique d’un Morbillivirus. (A) Schéma de 
la structure d’un Morbillivirus (d’après Banyard et al., 2010). (B) Représentation du génome 




La transcription et la réplication du virus sont contrôlées par deux régions non 
codantes situées aux extrémités 3’ et 5’ du génome, le leader et le trailer (Figure 2B). Le 
leader et la partie 3’ non codante de la N constituent le promoteur génomique, utilisé par la 
polymérase virale pour la synthèse des ARN messagers (ARNm). La partie 5’ non codante 
de la polymérase L et le trailer constituent le promoteur antigénomique, utilisé par la 
polymérase pour la synthèse de l’ARN (+), intermédiaire de réplication du génome viral. Le 
leader et le trailer ont des séquences inversées complémentaires sur leurs premières bases 
qui constituent probablement le signal de reconnaissance de la polymérase virale. 
 
 
2.1.3 Les protéines virales 
 
Le génome des morbillivirus code pour six protéines structurales : N, P, M, F, H et L 
et deux protéines non structurales : V et C (Barrett, 1999 ; Baron et Barrett, 1995 ; Diallo, 
1990 ; Arns et al., 2007).  
Le Tableau 2 présente un récapitulatif de la localisation et les principales 
caractéristiques et fonctions de chaque protéine. 
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Tableau 2. Les protéines d’un Morbillivirus (d’après Dufour, 2010). 
 
Désignation Localisation Caractéristiques et 
Fonction(s) 
Protéines Structurales 
Hémagglutinine (H) Enveloppe, face externe Adsorption sur les cellules 
cibles, activité 
hémagglutinante 
Protéine de Fusion (F) Permet la fusion entre 
membranes virales et cellule 
hôte, cellule/cellule, diffusion 
virale sans libération dans le 
milieu extérieur 
Protéine de Matrice (M) Enveloppe, face interne Intervient dans la 
morphogenèse virale 
Nucléoprotéine (N)  
Nucléocapside 
Protéine majoritaire, entoure et 
protège l’ARN des 
ribonucléases 
Phosphoprotéine (P) Interagit avec la N pendant 
l’encapsidation, fait partie du 
complexe ARN polymérase-
ARN dépendante avec la L 
Polymérase (L) pour 
Large protéine 
Synthèse des ARNm et 




(V) Ne sont retrouvées qu’au sein 
des cellules infectées 
Rôle dans la transcription (C) 
et la réplication (V) virales, 




2.1.3.1 Les protéines structurales 
 
Les protéines structurales ont chacune un rôle fonctionnel différent. Les protéines 
internes, situées dans le virion, participent à la multiplication virale et les protéines externes, 




2.1.3.1.1 La nucléoprotéine (N) 
 
La protéine de la nucléocapside (N) est la protéine virale la plus abondante dans le 
virion et dans les cellules infectées (Diallo et al., 1987). L’ARN est enveloppé par la N pour 
former la nucléocapside, à laquelle sont associées deux autres protéines virales : la 
phosphoprotéine (P) et la polymérase (L). Ces trois protéines associées forment la 
ribonucléoprotéine (RNP). La RNP constitue la structure minimale essentielle pour la 
transcription et la réplication du génome viral dans le cytoplasme cellulaire.  
La nucléoprotéine joue un rôle majeur dans l’encapsidation, la transcription et la 
réplication virale. La N interagit également avec le facteur de transcription IRF3, la protéine 
chaperonne Hsp72 et eIF3-p40 (Sato et al., 2007 ; tenOever et al., 2002 ; Zhang et al., 2005). 
Enfin, elle est impliquée dans certains mécanismes induisant une immunosuppression à 
l’échelle cellulaire. Elle est capable de se fixer aux récepteurs inhibiteurs de faible affinité 
pour les IgG RFcgII des lymphocytes B et d’empêcher in vitro la synthèse d’anticorps 
(Ravanel et al., 1997).  
La protéine N se présente sous une forme hélicoïdale (Figure 3) avec deux grands 
domaines :  
- Une partie N-terminal : relativement bien conservée et capable de 
s’homopolymériser et de se lier à l’ARN (Karlin et al., 2002).  
- Une partie C-terminal : qui est hypervariable en séquence et hypersensible à 
la protéolyse. Elle est exposée sur la partie externe de la nucléocapside 





Figure 3. La nucléoprotéine virale des morbillivirus. La partie N-terminal est 
colorée en vert et jaune et l’ARN viral en bleu (d’après Jensen et al., 2011). 
 
La protéine N se lie à P via la partie N-terminal dans le complexe NP tandis que la 
présence de la région flexible C-terminale, à la surface de la nucléocapside, permet 
l’établissement d’interactions avec plusieurs partenaires viraux et cellulaires. En effet, au-
delà de l’interaction avec P, la région C-terminal interagit avec la protéine de choc 
thermique Hsp70, ce qui entraîne une stimulation de la synthèse de l’ARN viral (Zhang et 
al., 2005). De plus, la liaison de C-terminal et P au sein de la ribonucléoprotéine serait le 
moteur permettant à la RdRp (de l’anglais RNA-directed RNA polymerase) de progresser le 
long de la nucléocapside. 
La N montre une grande conservation au sein du groupe Morbillivirus. Cependant, 
cette conservation n’est pas uniforme tout au long de la protéine. En effet, il existe quatre 
régions avec des degrés de conservation différents. Tout d’abord la région I allant de l’acide 
aminé (aa) 1 à 120 est bien conservée avec un taux d’homologie variant de 75 à 83%. La 
région II (aa 122-145) se caractérise par une variabilité importante où la conservation n’est 
que de 40%. La région III (aa 146-399) est la plus conservée avec une homologie qui varie 
de 85-90%. Finalement, la région IV ou C-terminale (aa 400-523 ou 525) est la plus variable 
(Diallo et al., 1994). Ces zones sont impliquées dans différentes fonctions de la protéine. Les 
zones conservées sont des régions fonctionnelles essentielles au virus. Ces régions sont en 
effet impliquées dans l’interaction de la N avec l’ARN et l’ARN polymérase lors de la 
transcription et de la réplication. Elles sont également impliquées dans les interactions de la 
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N avec elle-même pour l’auto-assemblage autour de l’ARN génomique lors de la réplication 
et la formation de la nucléocapside utilisée comme matrice par la polymérase (Moyer et al., 
1990 ; Bankamp et al., 1996 ; Liston et al., 1997 ; Kingston et al., 2004). Cependant, les 
régions variables ont également des fonctions importantes, comme la région IV qui est 
responsable de l’interaction avec la protéine P et avec le complexe polymérase P-L 
(Bankamp et al., 1996 ; Longhi et al., 2003 ; Bourhis et al., 2004). Cette même région 
interagit aussi avec la protéine M lors du bourgeonnement qui suit l’assemblage des 
éléments de la RNP (Haffar et al., 1999 ; Coronel et al., 2001). Cette région intervient 
également dans les régulations cellulaires du facteur trois de l’interféron (Banyard et al., 
2008) et également dans la régulation du récepteur cellulaire de la nucléoprotéine (tenOever 
et al., 2002 ; Zhang et al., 2002 ; Laine et al., 2003). 
 
 
2.1.3.1.2 La phosphoprotéine (P) 
 
La phosphoprotéine joue un rôle central dans la transcription et la réplication au 
même titre que la nucléoprotéine et constitue l’une des trois protéines de la RNP. Deux 
fonctions distinctes sont attribuées à la protéine P lors de la réplication virale (Harty & 
Palese, 1995 ; Nishio et al., 1996 ; Shaji & Shaila, 1999 ; Lamb & Kolakofsky, 2001) :  
- Elle sert de cofacteur de la polymérase et permet sa fixation sur la 
nucléocapside ;  
- Elle possède la capacité de se lier à la nucléoprotéine libre pour empêcher 
ainsi l’auto-assemblage non spécifique de cette dernière sur les ARN 
cellulaires.  
La protéine P contient deux domaines structurellement et fonctionnellement distincts. 
La moitié N-terminale est peu conservée (Karlin et al., 2002) et impliquée dans la 
réplication (Curran et al., 1994 ; Curran et al., 1995 ; Curran, 1996). La partie C-terminale, 








2.1.3.1.3 La polymérase (L) 
 
La polymérase est la troisième protéine qui forme la RNP avec la N et la P. Cette 
protéine moins abondante que les deux premières est relativement bien conservée chez les 
Paramyxoviridae. Elle a un rôle dans la fixation de l’ARN viral, ainsi qu’une activité 
polymérasique (initiation, élongation, terminaison, coiffage, méthylation et 
polyadénylation ; Schnell & Conzelmann, 1995). La L a également des activités 
enzymatiques kinasique et ATPasique (Bailey et al., 2005). Lors de sa libération, le virus 
emprunte son enveloppe à celle de la cellule hôte dans laquelle s’insèrent trois autres 
protéines virales : M, F et H. 
 
 
2.1.3.1.4 La protéine de matrice (M) 
 
La protéine M est la plus conservée dans la famille Paramyxoviridae. Cette forte 
conservation peut probablement être expliquée par le rôle crucial que joue la protéine dans 
la morphologie du virion des paramyxovirus. La protéine M permet les interactions entre les 
queues cytoplasmiques des protéines F et H et la nucléoprotéine, ainsi que la RNP (Peeples, 
1991 ; Haffar et al., 1999). Elle joue également un rôle primordial dans l’incorporation de la 
nucléocapside dans le virion après avoir initié le bourgeonnement de la membrane cellulaire 
(Haffar et al., 1999 ; Runkler et al., 2007). 
 
 
2.1.3.1.5 L’hémagglutinine (H) 
 
La protéine H et une protéine virale transmembranaire qui est responsable de 
l’attachement des morbillivirus aux récepteurs membranaires cellulaires (Choppin & Scheid, 
1980 ; Lamb & Kolakofsky, 2001). En association avec la protéine de fusion, la H forme 
l’enveloppe protéique virale. Structurellement, elle est divisée en deux régions. La première, 
la région N-terminale, sert à l’ancrage transmembranaire et possède la fonction de signal 
peptidique participant aux échanges cytoplasmiques. La seconde, la région C-terminale, est 
hypervariable et exposée à la surface de l’enveloppe virale. En raison de sa position, la H est 
très importante dans l’induction de la protection immune et la plupart des anticorps 
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neutralisants sont dirigés contre elle. Elle présente également des propriétés 
neuraminidasiques et comme son nom l’indique, des capacités hémagglutinantes. 
 
 
2.1.3.1.6 La protéine de fusion (F) 
 
La protéine F est responsable de la fusion de la membrane virale avec celle de la 
cellule hôte qui permettra la libération des nucléocapsides dans le cytoplasme cellulaire où 
aura lieu la multiplication virale. La coopération de la protéine H est nécessaire lors de ce 
processus (Plemper et al., 2002 ; Wild et al., 1991). La protéine est très conservée en dehors 
de deux régions variables situées au niveau des deux extrémités (Meyer & Diallo, 1995).  
 
 
2.1.3.2 Les protéines non structurales 
 
Le génome viral code également deux protéines non structurales C et V. Leur 
synthèse est dirigée par le gène de la protéine P. Au cours de la multiplication virale, le gène 
correspondant à cette protéine est transcrit en deux ARNm. Le premier est traduit en P (507 
aa) à partir du premier codon d’initiation AUG. Cependant, il existe un deuxième codon 
AUG en aval du premier, en position 23 sur l’ARN, et qui se trouve dans des conditions 
favorables pour jouer une fonction de codon d’initiation. Il permet la synthèse d’une 
deuxième protéine, la protéine C (177 aa), plus petite que P. Le second ARNm du gène P 
n’est pas une copie exacte du gène car il comporte une base G supplémentaire insérée dans 
l’ARN au cours de sa synthèse par un mécanisme de bégaiement de la polymérase connu 
sous le terme « editing ». L’addition de cette base supplémentaire est faite à un point précis 
de l’ARNm, en position 693. La conséquence de cette insertion est le changement du cadre 
de lecture de l’ARNm à partir de cette position, générant un nouveau codon stop à la 
position 894 : ce processus entraîne la synthèse d’une protéine plus courte, la protéine V 
(298 aa ; Minet et al., 2009).  
Les protéines C et V interfèrent avec l’immunité innée en bloquant la réponse 
interféron par les cellules hôtes (Gotoh et al., 2001 ; Boxer et al., 2009) et seraient 




2.1.3.2.1 La protéine C 
 
La protéine C est une petite protéine de forte charge positive, codée par l’ARNm de 
P (Bellini et al., 1985 ; Liston & Briedis, 1995). Elle serait impliquée dans le contrôle de la 
réponse innée de l’hôte par le blocage de la synthèse des interleukines et par la répression de 
la réponse IFN (Shaffer et al., 2003 ; Yokota et al., 2003). Elle serait également capable de 
réguler les activités de l’ARN polymérase ARN-dépendante RdRp (Reutter et al., 2001). 
Cependant, des virus recombinants, dépourvus de C se répliquent convenablement in vitro 
dans certains types cellulaires (Radecke & Billeter, 1996 ; Escoffier et al., 1999 ; Patterson 
et al., 2000 ; Shaffer et al., 2003 ; Takeuchi et al., 2005). In vivo, par contre, les virus C- sont 
moins pathogènes suite, vraisemblablement, à une moindre croissance (Valsamakis et al., 
1998 ; Patterson et al., 2000 ; Takeuchi et al., 2005). La protéine C aurait également un rôle 
dans la transcription. 
 
 
2.1.3.2.2 La protéine V 
 
La protéine V serait impliquée dans le contrôle de la mise en place de la réponse 
interféron. La principale fonction de cette protéine serait de bloquer la réponse immunitaire 
innée de l’hôte et ainsi permettre la propagation du virus. Elle se lie à l’hélicase MDA-5, 
une protéine activant la production d’interféron β, et l’inhibe. Elle interagit également avec 
des protéines présentes dans la signalisation, induites par le récepteur d’interférons de type 
1. Elle bloque donc les voies de signalisation cellulaire en lien avec les interférons. Malgré 
cela, des études ont montré qu’elle n’était pas requise pour la propagation du virus in vitro 
(Kato et al., 1997 ; Schneider et al., 1997 ; Delenda et al., 1998 ; Skiadopoulos et al., 1999 ; 
Baron & Barrett, 2000). Son absence limiterait la pathogénicité du virus in vivo (Tober et al., 
1998 ; Valsamakis et al., 1998 ; Patterson et al., 2000). Le fait que V puisse inhiber la 
réplication a été avancé pour expliquer ces résultats (Witko et al., 2006), d’autant que des 
virus recombinants, déficients pour la protéine V, produisent des niveaux d’ARN 
génomique, d’ARNm et de protéines virales supérieurs à la normale au cours de l’infection 
in vitro (Tober et al., 1998 ; Baron & Barrett, 2000). Le mécanisme par lequel V agit sur 
l’expression génique et la réplication n’est pas connu. Cependant, le fait que la protéine V 
puisse se lier aux protéines virales N et L, mais également à l’ARN, suggère que ces 
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interactions soient importantes (Curran & Kolakofsky, 1991 ; Horikami et al., 1996 ; 
Sweetman et al., 2001 ; Parks et al., 2006). 
 
 
2.1.4 Réplication virale 
 
La réplication des morbillivirus se fait comme celle de tous les virus à génome ARN 
négatif et le mécanisme de multiplication s’appuie sur le modèle du virus de la rougeole. Le 
cycle de réplication débute par la fixation des spicules de la glycoprotéine virale H sur les 
récepteurs mucoprotéiques des cellules (Diallo, 2003b). Deux protéines cellulaires ont été 
identifiées comme récepteurs permettant la fixation du virus de la rougeole. Le premier 
appartient aux molécules du SLAM (Signalling Lymphocyte Activation Molecule), plus 
précisément le récepteur CD150 qui est exprimé à la surface des lymphocytes, des 
monocytes, des macrophages et des cellules dendritiques matures (Tatsuo & Yanagi, 2002). 
Le second est le récepteur CD46, identifié comme récepteur des souches vaccinales du virus 
de la rougeole, adaptée à la culture cellulaire (Manchester et al., 2000 ; Erlenhofer et al., 
2002). 
Une fois le virus lié à la cellule par le pont H-CD150, la glycoprotéine virale F assure 
l’induction de la fusion de l’enveloppe virale avec la membrane cellulaire. Après libération 
de la nucléocapside virale dans le cytoplasme de la cellule hôte, la transcription du génome 
viral est initiée. La polymérase ARN dépendante de l’ARN s’accroche au promoteur 
génomique de l’extrémité 3’ du génome viral et entame la synthèse d’ARN. L’enzyme 
progresse de façon séquentielle et synthétise individuellement chacun des ARN messagers. 
Ce mode de transcription aboutit à la synthèse d’ARNm monocistroniques traduits en 
protéines par la cellule hôte. Un gradient de transcrit s’établit, les ARNm les plus proches de 
la séquence leader étant les plus abondants. Ce gradient a pour conséquence de contrôler la 
synthèse protéique virale. 
Au cours du cycle viral, la transcription laisse progressivement place à la réplication 
qui consiste en la synthèse complète de génomes viraux. La polymérase ayant servi à la 
transcription, génère une copie complète de polarité positive du brin complémentaire, 
appelée antigénome, en ignorant cette fois-ci les signaux de jonction entre les gènes. Cet 
antigénome est ensuite répliqué pour produire un génome de polarité négative. Cette phase 
de réplication dépend étroitement de l’interaction de la P avec la N. Ces protéines 
néoformées vont se lier à l’ARN en cours de la synthèse effectuée par la polymérase et 
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former de nouvelles ribonucléoprotéines virales. Celles-ci, grâce à l’affinité des protéines N 
et M, vont migrer vers la membrane cellulaire où sont insérées les glycoprotéines virales F 
et H. L’interaction entre les glycoprotéines d’enveloppe et les RNP permet la formation de 
bourgeons qui vont se détacher de la cellule cible et donner naissance à un virion complet 
dans le milieu extérieur (Diallo, 2003a). La multiplication du virus entraîne la mort et la lyse 
de la cellule. La Figure 4 récapitule tout le processus de réplication des morbillivirus. 
 
 
Figure 4.  Cycle de l’infection par les morbillivirus (d’après Gerlier et al., 2007). 
 
 
2.1.5 Propriétés physico-chimiques 
 
Les morbillivirus sont des virus sensibles à la chaleur et aux rayonnements ultra-
violets (Lefèvre, 2003 ; Diallo, 2003a). Ils sont détruits en moins de trois heures après 
exposition à 56ºC, en deux jours après exposition à 37ºC et une dizaine de jours à 4ºC. 
Cependant, ces virus peuvent être conservés sur plusieurs décennies à -80ºC (Rossiter & 
Taylor, 1994 ; Lefèvre, 2003 ; Diallo, 2003a) et la lyophilisation permet de les stabiliser 
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(Worrwall et al., 2001). Les morbillivirus sont également inactivés par certains produits 
chimiques tels que les solvants lipidiques à base d’éther, de chloroforme et d’alcool et les 
désinfectants classiques comme le phénol, le formol, la soude, les ammoniums quaternaires 
et le glycerol (Rossiter & Taylor, 1994 ; Lefèvre, 2003 ; Diallo, 2003a). 
 
 
2.1.6 Morbillivirus des humains 
 
 
2.1.6.1 Virus de la rougeole (measles virus - MV) 
 
Le MV est responsable de la rougeole, maladie très contagieuse pour l’homme, 
bénigne le plus souvent sous nos climats, mais cause majeure de mortalité infantile dans les 
pays en voie de développement (Katz, 1995). Les taux de mortalité les plus élevés 
concernent les enfants de moins de cinq ans, atteignant jusqu’à 20% chez les nourrissons de 
moins d’un an (de Quadros et al., 2003). Les premiers symptômes de la maladie apparaissent 
généralement de huit à douze jours après l’exposition (Stadlmann et al., 2011) et 
comprennent une forte fièvre, écoulement nasaux, toux, conjonctivite et de minuscules 
tâches blanches, appelées tâches de Koplik, dans la bouche (Ludlow et al., 2009 ; Furuse et 
al., 2010). Une éruption cutanée sous forme de tâches rouges apparaît au visage, puis s’étend 
au reste du corps (Figure 5). La rougeole peut causer des otites, l’appendicite ou une 
pneumonie (Stadlmann et al., 2011). La plupart des personnes atteintes sont malades jusqu’à 
dix jours puis se rétablissent complètement et acquièrent une immunité à vie (Black & 
Rosen, 1962 ; Nanan et al., 2000). Cependant de rares cas, et notamment chez les enfants, la 
maladie peut évoluer vers des complications neurologiques sévères, avec invalidités 
définitives, convulsions, surdité, cécité, voire mortalité (Morgan & Rapp, 1977). La 
mortalité résulte le plus souvent de complications secondaires liées à la pneumonie, la 






Figure 5. Symptôme classique de la rougeole : éruption cutanée sous forme de 
tâches rouges. 
 
Le virus de la rougeole, extrêmement contagieux, se propage lorsque les malades 
toussent ou éternuent, par contact rapproché entre personnes ou par contact direct avec des 
sécrétions nasales ou laryngées (Ludlow et al., 2009 ; Plemper & Snyder, 2009). Le virus 
reste actif et contagieux dans l’air ou sur les surfaces contaminées pendant des heures 
(Sabella, 2010). L’infection débute principalement par la fixation du virus aux cellules 
épithéliales respiratoires où le virus se repliquera localement avant de se propager dans 
l’organisme (de Swart, 2008). Une première virémie survient avec une dissémination du 
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virus vers les tissus lymphatiques, suivie d’une deuxième virémie et la propagation du virus 
à d’autres tissus à travers les monocytes et les lymphocytes infectés (de Swart, 2008 ; 
Sabella, 2010 ; Stadlmann et al., 2011). Les porteurs peuvent transmettre le virus pendant les 
quatre jours qui précèdent l’apparition des symptômes et jusqu’à quatre jours après leur 
rétablissement (Sabella, 2010). 
Même si les symptômes de la rougeole sont très évocateurs, compte tenu de la baisse 
de l’incidence de la maladie, il est fortement recommandé que le diagnostic soit confirmé 
biologiquement. La rougeole peut être confondue avec d’autres maladies fébriles telles que 
la rubéole, la dengue, les infections par les parvovirus, l’érythème multiforme, le syndrome 
de Stevens-Johnson et la fièvre à streptocoque (Sabella, 2010). Les procédures pour 
l’identification de l’agent sont basées sur des méthodes classiques de diagnostic de 
laboratoire comme l’isolement viral, l’immunofluorescence, l’immunopéroxydase, l’ELISA 
ou la PCR. 
Bien qu’il n’y ait pas de traitement pour la rougeole, une prise en charge appropriée 
permet d’éviter les complications graves. Le malade doit être bien nourri et avoir un apport 
hydrique suffisant. Les antibiotiques sont recommandés pour traiter les infections oculaires 
et auriculaires ainsi que la pneumonie. Il convient d’administrer aussi du complément 
vitaminique A qui pourra contribuer à éviter les lésions oculaires et la cécité. De plus, il a 
été établi que l’administration de vitamine A permettait de réduire la morbidité et la 
mortalité (Barclay et al., 1987 ; Sudfeld et al., 2010). Il existe un vaccin sûr et efficace 
disponible depuis les années 60 (Hilleman et al., 1962 ; 1968). Il doit être administré en 
deux doses pour assurer une protection complète. Cependant, ce vaccin n'est pas obligatoire, 
mais seulement fortement recommandé. Néanmoins, la vaccination constitue un acte de 
solidarité dans la lutte pour l'éradication de cette maladie susceptible de provoquer de graves 
séquelles chez certains enfants. Toutefois, la rougeole reste, au niveau mondial, la principale 
cause de mortalité due à des maladies pourtant évitables par la vaccination (de Quadros et 
al., 2003). Les inégalités d’accès aux vaccins à l’intérieur même des pays font que les décès 
et les invalidités dus à la rougeole affectent essentiellement les populations les plus pauvres, 
les plus marginalisées et les plus isolées. L’incapacité de distribuer au moins une dose de 
vaccin antirougeoleux à tous les nourrissons reste la raison principale du taux de mortalité 
élevé (d’après les données de l’Organisation Mondiale de la Santé, OMS). 
L’OMS, l’UNICEF (The United Nations Children's Fund) et leurs partenaires ont 
lancé un plan mondial pour la réduction de la mortalité due à la rougeole, qui a été adopté 
par l’Assemblée mondiale de la Santé en 2003. Cette stratégie avait pour objectif de : donner 
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une dose de vaccin antirougeoleux à chaque enfant avant l’âge de 12 mois ; donner une 
seconde opportunité de vaccination antirougeoleuse à chaque enfant entre neuf mois et 15 
ans ; assurer une surveillance efficace et améliorer la prise en charge clinique des cas avec 
complication. Ce plan ciblait 47 pays prioritaires (Figure 6) qui totalisaient environ 98% des 
décès dus à la rougeole dans le monde (Estimation OMS pour 2004). Grâce à cette stratégie, 
la rougeole a déjà été éliminée de la Région OMS des Amériques (de Quadros et al., 2003) 
et trois autres régions ont également atteint les objectifs régionaux (Europe, Pacifique 
occidental et Méditerranée orientale). Les pays prioritaires sont aussi en bonne voie et une 
réduction de 90% des décès (par rapport à l’année 2000) était attendue pour l’année 2010 
(d’après les données de l’OMS).  
 
 
Figure 6. Carte des 47 pays prioritaires pour la réduction de la mortalité due à la 
rougeole (d’après les données de l’OMS). 
 
La rougeole est devenue en juin 2005 une maladie à déclaration obligatoire. Même si 
on peut constater une réduction de la morbidité et de la mortalité due à cette maladie dans le 
monde, des cas de résurgence ont été rapportés et son endémicité a été établie dans plusieurs 
pays dit industrialisés, comme les USA, le Canada, le Royaume-Uni et la France (Plemper & 
Snyder, 2009). Les principales causes pouvant expliquer cette recrudescence sont 
l’insuffisance de la couverture vaccinale et la méconnaissance par certains cliniciens et 




Les pays de la Région européenne de l'OMS continuent de lutter contre d'importantes 
flambées épidémiques de rougeole qui ne cessent de se propager d'un pays à l'autre et à 
d'autres régions du monde. L'Allemagne, le Danemark, l'ex-République yougoslave de 
Macédoine, la Norvège, les Pays-Bas, la Serbie et la Suisse ont observé des cas de rougeole 
en 2011. La Turquie a récemment signalé une flambée épidémique à Istanbul, en plus de cas 
liés à une flambée importante de rougeole survenue en 2010 en Bulgarie. En outre, de petites 
flambées épidémiques ont eu lieu en Fédération de Russie (Krasnoïarsk et Tomsk), associées 
à des cas observés en Ouzbékistan. En France, la rougeole sévit depuis début 2008. La 
circulation du virus s’est intensifiée en début d’année 2010 (Parent du Châtelet et al., 2010) 
et depuis, la circulation du virus a touché l’ensemble du territoire métropolitain (Figure 7). 
Plus de 5 000 cas y ont été signalés en 2010, et les données préliminaires de 2011 indiquent 
que cette tendance se poursuit, avec près de 1 000 cas rien qu'en janvier (selon les données 
de l’OMS). La mise à jour sans délai de la vaccination anti-rougeoleuse dès l’âge de 12 mois 
(neuf mois si en collectivités) et pour les personnes nées depuis 1980 non vaccinées selon 
les recommandations du calendrier vaccinal est le seul moyen de stopper la diffusion 




Figure 7. Nombre de cas de rougeole survenus en France et taux d’incidence par 
départements en 2010 (d’après l’InVS). 
 
 
2.1.7 Morbillivirus des ruminants 
 
2.1.7.1 Virus de la peste bovine (PBV) ou rinderpest virus (RPV) 
 
La peste bovine (PB) est une maladie hautement contagieuse due au virus de la peste 
bovine, aussi connue comme rinderpest virus. Elle a été considérée pendant des siècles 
comme la plus importante des maladies des ruminants en raison de la très forte mortalité 
qu’elle pouvait entraîner. Les documents les plus anciens y faisant référence remontent au 
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troisième millénaire avant notre ère. Mais ce n’est qu’à partir du XVIIIe siècle que les 







siècles, elle a été responsable des graves épidémies en Europe et en Afrique subsaharienne 
(Arns et al., 2007). La maladie a décimé les cheptels, tuant jusqu'à 100% des bovins ou des 
buffles infectés, ce qui a entraîné de nombreuses famines. Des centaines de millions de têtes 
de bétail ont succombé au virus de la peste bovine lors d'épidémies en Asie, en Europe et en 
Afrique. Ce n’est qu’à la fin du XXe siècle que la peste bovine voit son aire de répartition se 
réduire (Lefèvre, 2003). En 1957, la découverte d'un vaccin efficace a permis d'amorcer le 
contrôle de la maladie (Plowright & Taylor, 1967). 
L’éradication de la peste bovine était depuis fort longtemps au cœur des priorités de 
la FAO (Food and Agriculture Organization) et de l’Union Européenne. Le programme 
mondial d’éradication de la peste bovine (GREP), l’un des éléments clés du système de 
prévention et de réponse rapide contre les ravageurs et les maladies transfrontières des 
animaux et des plantes (EMPRES), est né en 1994 en tant que mécanisme de coordination 
internationale pour la promotion de l’éradication de la peste bovine et la vérification de sa 
disparition, tout en formulant des recommandations techniques pour atteindre cet objectif. 
Le 25 mai 2011, l'OIE (Organisation mondiale de la santé animale) déclare la peste bovine 
éradiquée de la surface de la Terre (Figure 8). Ainsi doivient-elle la première maladie 
animale a avoir été éradiquée par l'homme. Jusqu'à présent, une seule maladie humaine a été 





Figure 8. Evolution de la répartition géographique de la peste bovine. L’objectif de 
l’éradication a été atteint en 2010, (d’après les données de la FAO - Food and Agriculture 
Organization). 
 
La peste bovine affecte de nombreuses espèces d’animaux sauvages et domestiques 
artiodactyles, y compris ovins et caprins. Le plus souvent, elle atteint les bovins et les 
buffles sensibles. L’infection par le virus de la peste bovine est à l’origine d’une maladie qui 
génère des taux de morbidité et de mortalité pouvant atteindre 100% (Arns et al., 2007). La 
durée d’incubation est de quatre à sept jours en moyenne (Liess & Plowright, 1964) et 
l’excrétion du virus par les animaux infectés est précoce (un ou deux jours avant l’apparition 
des symptômes). La transmission du virus bovipestique se fait surtout par contact direct 
entre animaux. Le virus peut être retrouvé dans les larmes, le mucus nasal, la salive, mais 
aussi, à un moindre degré, dans l’urine et les excréments (Lefèvre, 2003). La maladie peut 
apparaître sous plusieurs formes : aiguë, suraiguë, atypique (forme nerveuse ou forme 
cutanée), subaiguë et fruste (Lefèvre, 2003). La forme aiguë est la plus classique. Les 
animaux atteints évoluent soit vers la guérison, avec une protection solide et durable, soit 
vers la mort. Les portes d’entrée principales du virus sont les muqueuses respiratoire et 
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digestive. Le virus possède un lymphotropisme primaire suivi d’un tropisme épithélial 
(Lefèvre, 2003). Les signes de la maladie sont la fièvre, les érosions buccales, le jetage nasal 
et oculaire, les diarrhées profuses et la déshydratation qui précèdent souvent une issue fatale 
dans les six à douze jours qui suivent l’apparition des symptômes (Figure 9). Sur le plan 
anatomopathologique, elle est caractérisée par une gastroentérite hémorragique (Lefèvre, 
2003). Les symptômes de la peste bovine ne sont pas pathognomoniques et ils peuvent être 
confondus avec ceux de la peste des petits ruminants, bien que l’atteinte pulmonaire soit de 
règle chez cette dernière. En fait, seul le diagnostic expérimental peut distinguer les deux 
maladies (Lefèvre, 2003). La peste bovine peut être également confondue avec la diarrhée à 
virus des bovins (BVD). Toutefois, son impact, à l’échelle d’un troupeau dépasse celui de la 
BVD (Lefèvre, 2003). Le diagnostic de laboratoire peut-être réalisé à partir des larmes, de 
l’urine, du sang, des sécrétions nasales et orales et des fèces collectés d’animaux malades, 
ainsi que des prélèvements des ganglions lymphatiques et de la rate d’animaux morts ou 
sacrifiés (Arns et al., 2007). Les épreuves sérologiques mettent en évidence une exposition 
au virus, tandis que le diagnostic définitif repose sur l’identification du virus à partir du sang 
ou des tissus. Le diagnostic de laboratoire est d’autant plus important car l’infection par le 
virus bovipestique peut aussi passer inaperçu (Anderson et al., 2006). L’animal infecté est 




Figure 9. Symptômes de la peste bovine. (A) Schéma d’un animal malade présentant 
les symptômes caractéristiques de la peste bovine (Lefèvre, 2003), (B) et (C) Signes 
cliniques des animaux atteints de la peste bovine, diarrhée et jetage, respectivement (Minet 
et al., 2009). 
 
Il n’y a aucun traitement spécifique contre la peste bovine. Pour le contrôle de la 
maladie, des mesures classiques de restriction de l’importation doivent être prises. En cas de 
foyers, la solution la plus rapide et efficace reste l’abattage et la destruction des cadavres. 
Lorsque l’infection est largement diffusée, seule une stratégie de vaccination massive peut 
être envisagée. Un vaccin à virus atténué par passages successifs en culture cellulaire 
(Plowright & Taylor, 1967) a été un des éléments du succès de la campagne mondiale 
d’éradication de la peste bovine. En effet, ce vaccin confère, pratiquement à vie, une très 
bonne immunité (Plowright & Taylor, 1967 ; Plowright, 1984). 
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2.1.7.2 Virus de la peste des petits ruminants (PPRV) 
 
 
2.1.7.2.1 Description de la maladie 
 
Le virus de la peste des petits ruminants est responsable d’une maladie infectieuse et 
contagieuse des petits ruminants domestiques et sauvages (la peste des petits ruminants, 
PPR ; Gibbs et al., 1979 ; Furley et al., 1987). Dans les pays en voie de développement, 
notamment d’Afrique, d’Asie et du Moyen Orient, cette maladie est largement répandue. En 
raison des pertes économiques qu’elle entraîne, elle constitue un frein considérable au 
développement de l’élevage des petits ruminants et menace le patrimoine des petits éleveurs. 
Ainsi, son contrôle est un objectif important pour la réduction de la pauvreté dans ces pays 
(Perry et al., 2002).  
La PPR est une maladie relativement récente qui a été longtemps considérée comme 
de la peste bovine affectant les petits ruminants. Elle a seulement été reconnue comme entité 
pathologique distincte en 1942 en Côte d’Ivoire (Gargadennec et Lalanne, 1942). Au début, 
elle a été nommée « Kata », ou « complexe stomato-pneumo-entéritique », ou 
« pseudorinderpest », ainsi que « peste des espèces ovine et caprine » (Otte, 1960 ; Rowland 
et al., 1969 ; Rowland & Bourdin, 1970 ; Hamdy et al., 1976). Le premier isolement du virus 
a été réalisé au Sénégal en 1962 (Gilbert & Monnier, 1962), mais c’est seulement en 1979 
que le virus de la peste des petits ruminants est définitivement classé dans le genre 
Morbillivirus au sein de la famille Paramyxoviridae et différencié du virus de la peste 
bovine (Gibbs et al., 1979). 
La PPR est incluse dans un groupe de maladies animales économiquement 
importantes, qui doivent être déclarées à l'OIE. Actuellement, le virus de la PPR est en voie 
d’expansion et ne fait l’objet d’aucun programme mondial d’éradication. De plus, les 
conséquences économiques des épidémies de PPR restent difficilement quantifiables 
(Diallo, 2004 ; Diallo, 2006 ; Abubakar et al., 2011) et cette maladie reste certainement une 
des principales limitations dans l’élevage des petits ruminants dans les pays du Tiers-Monde 






2.1.7.2.2 Répartition géographique 
 
La PPR a été longtemps considérée comme une maladie spécifique de l’ouest 
africain jusqu’en 1984 où sa présence au Soudan a été détectée (El Hag Ali & Taylor, 1984), 
prolongeant l’aire d’infection endémique à la partie orientale du continent. La PPR est 
également présente au Moyen-Orient, en Iran, en Inde, en Turquie et dans quelques pays 
d’Asie centrale (Kwiatek et al., 2007). Son extension au nord du Sahara s’est récemment 
produite avec l’épizootie marocaine de juillet 2008 (Dufour et al., 2009). En Tunisie, Ayari-
Fakhfakh et al. (2011) ont rencontré pour la première fois des sérologies positives (7,6%). 
Plus récemment, en mars 2011, l’Algérie a déclaré pour la première fois des foyers de PPR 
(selon les données de l’OIE). La PPR semble progresser également dans le territoire 
asiatique, puisqu’au Vietnam des sérologies positives ont été détectées (Maillard et al., 
2008). De plus, Israël vient de notifier à l’OIE la résurgence de la PPR dans son territoire, la 
précédente apparition de cette maladie datant de 2006. La Figure 10 montre l’actuelle 
distribution géographique du PPRV. Cette expansion de la répartition géographique de la 
PPR peut être la conséquence du développement et de l'utilisation des outils de diagnostic 
spécifiques, qui permettent de distinguer la PPR d’autres maladies présentant des signes 
semblables (Diallo et al., 2007). Cependant, l’augmentation de cette incidence au cours des 
dernières années, aussi bien en Asie qu’en Afrique de l’Est, correspond également à la 
propagation de la maladie à des zones jusqu’alors indemnes. Un changement dans le pouvoir 
pathogène du virus, comme cause possible de la recrudescence de PPR, n’est pas à exclure 
(Roeder et al., 2000). Présente au Maghreb, l’introduction de la PPR en Europe est 
désormais un risque potentiel à ne pas négliger, surtout pour les pays d’Europe du sud, avec 
lesquels les échanges existent depuis longtemps, notamment l’Espagne où les cheptels ovin 





Figure 10. Distribution géographique des différentes lignées du PPRV. 
 
L’analyse phylogénétique des souches du virus de la PPR, isolées des différentes 
régions géographiques, basée sur le gène de la protéine F et de la protéine N, définit quatre 
lignées distinctes (Figure 10 ; Kwiatek et al., 2007 ; Banyard et al., 2010 ; Kwiatek et al., 
2011). La lignée I est représentée par des virus isolés en Afrique dans les années 70 (souches 
du Nigéria et souche sénégalaise). La lignée II inclut des virus isolés vers la fin des années 
80 en Afrique de l'ouest (Côte d'Ivoire et Guinée). La lignée III est une combinaison des 
isolats d’Afrique Orientale (du Soudan et d'Ethiopie) ainsi que de la partie sud de la 
péninsule arabique (Oman, Emirats Arabes Unis). La lignée IV regroupe les isolats circulant 
principalement en Asie, Moyen et Proche-Orient, comme les isolats d’Israël, d’Iran, du 
Népal, du Bangladesh et d'Inde. Cette dernière lignée a également été rapportée en Afrique 
de l’Est, au Soudan, où elle a été rétrospectivement mise en évidence par typage génétique 
 43 
 
dès le début des années 2000, mais aussi en Turquie en 2002 (Ozkul et al, 2002) et plus 
récemment au Maroc en 2008 (Dufour et al., 2009). 
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Figure 11. Arbre Phylogénétique des différentes souches de PPRV basé sur une séquence 







La peste des petits ruminants est une maladie très contagieuse pour les petits 
ruminants, touchant principalement les chèvres, les moutons mais aussi les dromadaires et 
quelques espèces de ruminants sauvages (Furley et al., 1987 ; Roger et al., 2001 ; Kwiatek et 
al., 2011). Le virus de la PPR présente différents niveaux de virulence entre les moutons et 
les chèvres. Les chèvres sont sévèrement affectées, tandis que les moutons subissent 
généralement une forme plus légère de la maladie (Lefèvre & Diallo, 1990 ; Diallo, 2003b). 
Chez les caprins, il existe des prédispositions liées à la race (Diallo, 2003b). L’âge intervient 
aussi et les jeunes animaux semblent plus sévèrement touchés que les adultes (Lefèvre et 
Diallo, 1990). Les bovins développent des infections inapparentes (Nawathe & Taylor, 1979 
; Rossiter & Wardley, 1985). Parmi les animaux sauvages, la maladie a été diagnostiquée 
chez les Gazellinés (Gazella dorcas, Eudorcas thomsonii, Gazella subgutturosa marica, 
Gazella gazella cora, Antidorcas marsupialis et Gazella gazella), les Caprinés (Capra 
nubiana, Ovis gmelini laristani, Capra falconeri et Ammotragus lervia) et les Hippotraginés 
(Oryx gazella), ainsi que chez les antilopes (Antilopa cervicapra, Tragelaphus scriptus et 
Aepyceros melampus ; Furley et al., 1987 ; Lefèvre et Diallo, 1990 ; Elzein et al., 2004 ; 
Chauhan et al., 2009 ; Kinne et al., 2010). Le cerf de Virginie (Odocoileus virginianus) est 
très sensible aux infections expérimentales, mais il peut aussi se contaminer par contact 
étroit avec un autre animal infecté (Hamdy & Dardiri, 1976). Des descriptions de cette 
maladie chez le buffle indien (Bubalus bubalus) sont également existantes (Govindarajan et 
al., 1997). De plus, des enquêtes sérologiques de terrain ont mis en évidence la présence 
d’anticorps anti-PPRV chez d’autres espèces sauvages comme par exemple chez les 
céphalopodes de Grimm (Sylvicapra grimma) au Nigéria (Ogunsanmi et al., 2003). A ce 
jour, aucun portage sain du PPRV n’a été clairement démontré (Lefèvre & Diallo, 1990 ; 
Rodostits et al., 2007). Par ailleurs, l’excrétion des particules virales a été détectée dans les 
fèces de chèvres infectées par le PPRV jusqu’à 12 semaines après guérison. Néanmoins, 
aucune infectiosité résiduelle n’a été mise en évidence (Ezeibe et al., 2008).  
Les foyers de PPR sont plus fréquents pendant la saison fraîche, au début de la saison 
des pluies et, dans les pays musulmans, juste après la fête du sacrifice du mouton (Diallo, 
2003b). De plus, la maladie peut présenter une évolution cyclique dans les foyers 
épizootiques qui pourrait s’expliquer par le fait qu’un animal ayant survécu à un épisode de 
PPR ou ayant été vacciné est protégé à vie contre une nouvelle infection (Diallo, 2006). 
Ainsi, l’apparition de nouveaux foyers nécessiterait un renouvellement suffisant du troupeau 
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par des animaux réceptifs (Dufour, 2010). Ce renouvellement a lieu en moyenne tout les 
trois ans, ce qui correspond à la durée de vie économique moyenne d’un petit ruminant. En 
remplaçant 90 à 100% des petits ruminants d’un troupeau par des animaux sensibles, la 





L’infection naturelle par le virus de la PPR débute principalement par le nasopharynx 
à la suite de l’inhalation d’aérosols contenant des particules virales ou par la voie 
oropharyngée après ingestion d’aliments ou de boissons contenant des particules virales 
(Rossiter, 2004). La transmission est faite par contact direct avec les sécrétions et excrétions 
des animaux infectés (Chauhan et al., 2009). Le virus se multiplie dans les ganglions 
lymphatiques et dans l'oropharynx avant de se propager à travers le sang et la lymphe à 
d'autres tissus et organes comprenant les muqueuses digestives, pulmonaires et aux voies 
respiratoires supérieures via les monocytes, les macrophages ou les cellules dendritiques 
(Appel & Summers, 1995 ; Murphy et al., 1999 ; Lefrèvre, 2003 ; Rossiter, 2004). Tous les 
lymphocytes, les macrophages et les cellules réticulaires peuvent être des cibles cellulaires 
de la multiplication virale (Minet et al., 2009). Le virus peut être présent dans les larmes, 
dans l’écoulement nasal, dans l’expectoration et dans toutes les sécrétions et excrétions 
provenant des animaux malades ou en phase d'incubation (Bundza et al., 1988; Taylor, 
1984 ; Lefèvre et Diallo, 1990 ; Abubakar et al., 2011).  
L’expression clinique de la PPR est variable en fonction de la race, du statut 
immunitaire de l’animal, de son âge, mais également de la présence d’éventuelles autres 
infections intercurrentes (Roeder et al., 2000). La maladie provoque fièvre, anorexie, 
diarrhées, écoulements nasaux et oculaires, lésions buccales et le plus souvent la mort de 
l’animal (Figure 12 ; Lefèvre et Diallo, 1990 ; Forsyth & Barrett, 1995 ; Diallo et al., 2007). 
La caractéristique principale de la pathogénie est l'immunosuppression profonde mais 
passagère induite par le virus avec pour conséquence, l’augmentation de la susceptibilité aux 
infections opportunistes et la mortalité (Schneider-Schaulies et al., 2001 ; Rajak et al., 
2005). Après cette immunosuppression profonde de courte durée, le rétablissement de 
l’animal est habituellement suivi par l'acquisition d'une immunité forte, protectrice, 





Figure 12. Signes cliniques des animaux atteints de la peste des petits ruminants 
(d’après Roeder et al., 2000). (A) diarrhée, (B) écoulements nasaux, (C) écoulements 
oculaires, (D) lésions buccales  
 
La PPR montre un taux de morbidité qui peut varier de 10 à 80% et une mortalité 
entre 0 et 90% (Lefèvre & Diallo, 1990). Ces taux sont habituellement bas dans des secteurs 
endémiques, où la mortalité atteint entre 0-20% et la présence d’anticorps spécifiques dans 
le sérum des animaux est parfois le seul indicateur de l'infection (Kwiatek et al., 2007).  
 
 
a) Formes cliniques 
 
Classiquement la PPR est une maladie aiguë. Cependant, elle peut se manifester sous 
quatre formes cliniques : suraiguë, aiguë, subaiguë ou chronique et inapparente (Taylor, 
1984 ; Diallo, 2003b ; 2005 ; Taylor et Barrett, 2007). Toutes ses formes sont habituellement 
accompagnées de lymphopénie et d'immunosuppression transitoires mais profondes, 
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aboutissant à des infections secondaires et opportunistes (Appel & Summers, 1995 ; Murphy 
et al., 1999). Comme dans la plupart des maladies, les quatre formes peuvent évoluer 
ensemble au sein d’un même troupeau (Diallo, 2005). 
Dans la forme suraiguë, la phase d’incubation est d’environ deux à trois jours et elle 
est observée surtout chez les jeunes caprins de plus de trois à quatre mois. La maladie débute 
par la brusque apparition d’une forte hyperthermie. L’animal atteint est sévèrement abattu et 
ne s’alimente plus. Les muqueuses buccales et oculaires deviennent très congestionnées. Un 
ou deux jours après le début de la fièvre, apparaissent le larmoiement et le jetage séro-
muqueux, suivis d’une diarrhée profuse. L’issue de la maladie sous cette forme est toujours 
fatale. La mort est brutale en raison d’une déshydratation importante, observée cinq à six 
jours après l’apparition des symptômes. 
Dans la forme aiguë de la maladie, après une incubation de cinq à six jours, les 
animaux présentent une augmentation brusque de la température corporelle, ainsi que la 
congestion des différentes muqueuses. Les signes cliniques de la forme précédente sont 
retrouvés mais de façon un peu moins accentués. L’évolution de la maladie est également 
moins rapide, ce qui permet l’apparition d’autres signes cliniques. Lorsqu’une infection 
bactérienne opportuniste survient, les écoulements séro-muqueux deviennent mucopurulents 
et l’exsudat catarrhal profus se dessèche et obture les narines, ce qui rend la respiration 
difficile. Les signes de broncho-pneumonie s'accompagnent de toux. Quatre à cinq jours en 
moyenne après le début des symptômes, la température de l’animal commence à diminuer. 
Apparaissent ensuite la diarrhée profuse non hémorragique et les lésions érosives couvertes 
de tissu nécrotique blanchâtre sur la muqueuse buccale et vulvaire. Chez les femelles, 
l’avortement est fréquent. L’haleine de l’animal devient fétide. Au bout de deux ou trois 
jours de diarrhée, l’animal fatigué reste couché, ne bouge plus avec les yeux mi-clos et est 
indifférent à tout ce qui l’entoure. Une hypothermie précède la mort de l’animal observée 
environ à dix jours après le début des symptômes. La mort survient dans 70-80% des cas. 
Les animaux qui survivent à cette forme de la maladie traversent une période de 
convalescence d’environ une semaine. 
La forme subaiguë ou chronique se caractérise par des signes cliniques légers. La 
période d’incubation est d’environ cinq jours. Les animaux atteints de cette forme présentent 
une faible hypothermie pendant un à deux jours, du jetage et du larmoiement peu abondants. 
La maladie peut être confondue avec l’ecthyma contagieux en raison des croûtes formées 
par les produits de jetage desséchés qui entourent les naseaux. Les animaux atteints de cette 
forme de la maladie guérissent.  
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Il existe aussi une forme inapparente qui est la plus fréquente dans les zones 
sahéliennes et ne peut être révélée que par des enquêtes sérologiques. 
 
 
b) Tableau lésionnel 
 
Le tableau lésionnel d’un animal mort suite à une infection par PPRV est dominé par 
des lésions de l’appareil digestif et respiratoire (Figure 13). La carcasse est souvent émaciée. 
Le train arrière est souillé de matières fécales molles ou liquides. Les globes oculaires sont 
enfoncés dans les orbites. La présence de croûtes sèches autour des yeux et des narines est 
observée (Bundza et al., 1988 ; Brown et al., 1991 ; Brown & Torres, 1994 ; Rajak et al., 
2005 ; Kul et al., 2007). 
 
 
Figure 13. Lésions macroscopiques des animaux atteints de la peste des petits 
ruminants. (A) Lésions nécrotiques sur la langue d’une chèvre, (B) Mucopus à la base de la 
langue, (C) Stries zébrées dans le gros intestin d’une chèvre, (D) Pneumonie avancée chez 
un mouton. D’après Diallo, 2005 (A et B) ; Roeder et al., 2000 (C et D). 
 
En ce qui concerne l’appareil digestif, les lésions érosives et ulcératives dans la 
cavité buccale sont les plus marquantes avec des foyers de nécrose tissulaire sur la langue, 
les gencives et le palais, ainsi que sur le pharynx et l’œsophage. La muqueuse intestinale est 
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fortement congestionnée et même hémorragique. Ces lésions sont importantes sur le côlon et 
le rectum et ont un aspect de stries zébrées. 
La gravité de l’atteinte de l’appareil respiratoire dépend des infections associées. 
Lors de la broncho-pneumonie secondaire (classique de la forme aiguë), la trachée peut 
contenir un liquide spumeux ou du mucopus, avec une membrane très congestionnée. Les 
lésions de pneumonie siègent surtout sur les lobes apicaux et cardiaques des poumons qui 
ont un aspect rouge pourpre et sont durs au toucher. 
Par ailleurs, une atteinte lésionnelle des organes lymphoïdes est également 
rapportée avec œdème et friabilité des nœuds lymphatiques et lésions nécrotiques fréquentes 
sur les plaques de Peyer. La rate est aussi congestionnée. 
L’analyse microscopique des épithéliums digestifs montre une vacuolisation 
cellulaire associée à une infiltration par des polynucléaires. L’observation de noyaux 
pycnotiques et de syncytia est également fréquente. Une coloration histologique classique 
(hémalun-éosine) met en évidence des inclusions éosinophiles intracytoplasmiques et parfois 
intranucléaires. Le parenchyme pulmonaire est infiltré par des neutrophiles et des 
macrophages, de façon majeure au niveau des bronchioles. De plus, des colonies 





Les signes évocateurs de la PPR sont : l’apparition brusque d’un état fébrile sur des 
chèvres et/ou moutons, la congestion de différentes muqueuses associées aux jetages et aux 
larmoiements, les lésions érosives nécrotiques de la muqueuse buccale, les signes de 
broncho-pneumonie, la diarrhée et la mortalité plus ou moins élevée. Ces différents 
symptômes peuvent ne pas être présents sur un même individu, d’où la nécessité d’inspecter 
l’ensemble du troupeau. Aucun de ces signes n’est spécifique de la PPR, ce qui donne une 
grande importance au diagnostic différentiel avec d’autres maladies (Diallo, 2003b ; 2005). 
La PPR a été longtemps ignorée dans beaucoup de régions au profit de la peste 
bovine et de la pasteurellose, maladies avec lesquelles elle partage des symptômes 
identiques. En fait, la pasteurellose est le plus souvent une complication de la PPR (Rossiter 
& Taylor, 1994 ; Diallo, 2005). La PPR peut se confondre aussi avec la peste bovine vue 
que ces deux maladies sont remarquablement semblables en termes de clinique chez leurs 
hôtes respectifs. La confusion est possible quand les symptômes de la peste bovine 
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apparaissent chez les petits ruminants, compte tenu de la réceptivité de ces derniers au virus 
bovipestique, mais ces animaux sont moins susceptibles que les bovins (Plowright, 1952 ; 
Couacy-Hymann et al., 1995). Le diagnostic différentiel doit également être fait pour la 
pleuropneumonie contagieuse caprine et l’ecthyma contagieux du mouton (Tableau 3). Pour 
différencier la PPR de ces maladies il est indispensable de faire appel aux diagnostics de 
laboratoire. 
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Lors de la suspicion de la peste des petits ruminants, un certain nombre de 
prélèvements doivent être effectués et servir à la confirmation de l’infection par des tests de 
laboratoire. Il est toujours conseillé de réaliser ces prélèvements sur le plus grand nombre 
d’animaux présents dans le foyer, que ceux-ci soit vivants et présentant des symptômes 
marqués, qu’ils aient succombés à la maladie ou encore qu’ils aient été euthanasiés. Sur les 
animaux vivants, il est conseillé de prélever des écouvillonnages de larmes et de jetage, du 
sérum pour les analyses sérologiques, du sang total et éventuellement des biopsies 
ganglionnaires. Sur les animaux morts ou sacrifiés, les prélèvements de la rate, des 
poumons, de l’intestin et des ganglions lymphatiques doivent être réalisés de préférence 
dans les deux heures qui suivent la mort. Il est important que les prélèvements soient bien 
conditionnés à la bonne température et envoyés au laboratoire dans les plus brefs délais 
(Lefèvre et Diallo, 1990 ; Diallo, 2003b ; 2005). 
Les procédures pour l’identification de l’agent sont basées sur des méthodes 
classiques de diagnostic de laboratoire : à travers des tests d’immunodiffusion en gélose 
(Obi, 1984 ; Abraham & Berhan, 2001), d’immunofluorescence, d’immunocapture, ainsi 
que des méthodes moléculaires comme la PCR, actuellement plus répandues (Forsyth & 
Barrett, 1995 ; Couacy- Hymann et al., 2002 ; Abubakar et al., 2011). Cependant, le 
diagnostic de référence reste l’isolement et l’identification du virus sur cellules primaires de 
rein ou de poumon de mouton ou sur lignée cellulaire Vero (Hamdy et al., 1976 ; Taylor, 
1984). Les cellules Vero exprimant le récepteur CD150 humain et les cellules CV1 
exprimant la protéine SLAM des moutons et des chèvres semblent avoir une meilleur 
sensibilité (Minet et al., 2009 ; Adombi et al., 2011). Le diagnostic sérologique est 
recommandé par l’OIE dans le cadre d’échanges commerciaux d’animaux. Deux tests 
peuvent être utilisés : la séroneutralisation virale (Rossiter, 1994) et des test ELISA de 
compétition (Libeau et al., 1992 ; 1994 ; 1995). Le Tableau 4 synthétise les principales 
caractéristiques de ces tests, sachant que le résultat d’un test devrait être confirmé par celui 
d’au moins un autre. 
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Tableau 4. Caractéristiques des techniques de diagnostic de la PPR (d’après 
Diallo, 2005).  
 








1-2 jours Faible Réaction croisée avec 
la PB 
Immunofluorescence 2 heures Sensible Spécifique avec 
monoclonaux 
Immunocapture 2-3 heures Très sensible Très spécifique 
PCR 5-6 heures Très sensible Très spécifique 
Isolement du virus 10-21 jours Difficile et 
succès 
incertain 
Identification à faire 




Séroneutralisation (SN) 10-15 jours Sensible Nécessité de faire SN 
avec PPRV et virus de 
la PB 
ELISA 3-4 heures Sensible Croisements PPR/PB, 
départagé avec test PB 
 
 
2.1.7.2.6 Contrôle et traitements 
 
Il n’y a aucun traitement spécifique pour la PPR. Néanmoins la mise en place d’un 
traitement symptomatique ainsi que la gestion des complications microbiennes et 
parasitaires permettraient de diminuer le taux de mortalité. Toutefois, ces traitements 
coûteux et aux résultats aléatoires ne peuvent être envisageables que sur un petit nombre 
d’animaux de grande valeur. 
Le contrôle de la PPR dans les pays non infectés peut être réalisé en utilisant des 
mesures classiques telles que la restriction de l'importation des moutons et des chèvres de 
régions infectées et la quarantaine (Abubakar et al., 2011). La prophylaxie sanitaire est 
recommandée lorsque la maladie apparaît dans un pays précédemment indemne de la peste 
des petits ruminants. Selon la réglementation européenne, elle serait assurée par des mesures 
sanitaires classiques, avec abattage et destruction des animaux sensibles au sein du foyer, 
mise sous surveillance des cheptels en lien épidémiologique et définition d’une zone de 
protection et d’une zone de surveillance (dans un rayon minimal de trois et dix kilomètres, 
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respectivement). Ces zones devaient être maintenues au moins trois semaines après le 
nettoyage et la désinfection de l’exploitation infectée.  
Des vaccins ont été ou sont en train d’être développés pour le contrôle de la PPR 
(Diallo et al., 2007). En effet, les virus de la PB et de la PPR partagent entre eux une très 
forte réaction croisée tant sur le plan sérologique que sur le plan de la protection. Ceci 
permet d’expliquer le succès de l’utilisation dans le passé du virus atténué bovipestique 
comme vaccin hétérologue contre la PPR (Bourdin et al., 1970 ; Taylor, 1979 ; Taylor et al., 
1990 ; Rossiter & Taylor, 1994) jusqu’à l’obtention et la mise sur le marché d’un vaccin 
homologue (Diallo et al., 1989). Ce vaccin a été obtenu par atténuation de la souche virale 
PPR Nigéria 75/1 par passages successifs sur cellules Vero (Diallo et al., 1989). Sur le 
terrain, aucun effet secondaire tel qu'avortement ou transmission du virus vaccinal par les 
animaux vaccinés, n’a été enregistré. Les anticorps anti-PPRV produits par les animaux 
vaccinés persistent pendant au moins trois années (Diallo, 2003c), c’est-à-dire pendant toute 
la durée de vie économique moyenne d’un petit ruminant.  
Un inconvénient sérieux à l'utilisation efficace du vaccin atténué contre le PPRV est 
le fait que ce virus est très sensible à la chaleur et que les secteurs endémiques présentent un 
environnement climatique chaud. Depuis, ces régions ont habituellement des difficultés à 
maintenir une chaîne du froid pour assurer la conservation et maintien du vaccin (Diallo et 
al., 2007). Pour pallier à cet inconvénient, Worrwall et ses collaborateurs (2001) ont mis au 
point un vaccin thermostable en associant un cryoprotecteur au vaccin homologue. Ce 
vaccin est stable à 45°C pendant 14 jours avec une perte minimale de son pouvoir 
immunogène. Un vaccin semblable a été produit en Inde utilisant une souche locale de le 
PPRV (Sarkar et al., 2003). 
Un autre inconvénient important dans l’emploi des vaccins classiques est 
l’impossibilité de différencier la réponse anticorps induite par le vaccin de celle induite par 
une infection naturelle. Ceci rend la séro-surveillance de la maladie impossible dans les 
secteurs endémiques où un programme de vaccination a été mis en application (Diallo et al., 
2007). Une manière de contourner cette difficulté serait de disposer de vaccins DIVA, 
acronyme utilisé pour les vaccins permettant la différentiation entre animaux infectés et 
vaccinés (van Oirschot, 1999).  
Enfin, grâce aux progrès de la génétique moléculaire, de nouveaux outils 
thérapeutiques sont en cours de développement. En effet, la lutte contre la peste des petits 
ruminants pourrait se baser sur la technologie de l’interférence ARN (ARNi), mise en place 
au Cirad dès 2005. Des duplexes d’ARN interférents capables d’inhiber in vitro au moins 
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2.2 L’interférence ARN (ARNi) 
 
L’interférence ARN est un processus d’inhibition de l’expression de gènes cibles 
spécifiques de la séquence, déclenché par des petits ARN double brin (Sharp, 1999 ; Gitlin 
et al., 2002 ; Hannon, 2002). Ce mécanisme, hautement conservé entre espèces (Elbashir et 
al., 2001a ; Kim et al., 2005), semble avoir un rôle naturel dans la régulation fine des gènes 
y compris ceux étrangers à la cellule comme les éléments transposables et les gènes viraux 
(Carmichael, 2002 ; Ding et al., 2004 ; Saksela, 2003). L’ARNi constitue actuellement la 
méthode de choix pour l’extinction spécifique de l’expression d’un gène dans le but 





Le phénomène de l’interférence ARN a été découvert par l’équipe de Richard 
Jorgensen dès les années 1990 lors de ses recherches sur les mécanismes de coloration de 
pétunias (Napoli et al., 1990). Afin d’obtenir un renforcement de la coloration des fleurs, les 
botanistes ont introduit dans le génome de pétunias des copie du gène CHS (chalcone 
synthase) responsable de la pigmentation. Ils eurent la surprise de constater qu’au lieu 
d’obtenir la couleur pourpre attendue, la plupart des plantes exprimait des fleurs 
partiellement ou totalement blanches (Figure 14 ; Napoli et al., 1990). L’analyse des ARNs 
isolés à partir des fleurs blanches a montré que les ARNm correspondant au gène d’intérêt 
étaient présents en quantité beaucoup plus faible que dans les fleurs contrôles. Ainsi, non 
seulement l’expression du transgène était dérégulée, mais également celle de l’endogène 
homologue. À l’époque, ce phénomène fut qualifié de co-suppression. Quelques temps plus 
tard, des études similaires sur les champignons Neurospora crassa, aboutirent aux mêmes 
effets : ainsi, l’ajout de séquences géniques supplémentaires du gène albino-1 impliqué dans 
la biosynthèse du carotène, aboutissait à l’extinction de leur expression (Cogoni et al., 1996 ; 





Figure 14. Variation de la couleur des pétunias en fonction de l’extinction du gène 
de la pigmentation par l’interférence ARN. La fleur de gauche représente le pétunia 
parental et celles de droite quelques variantes observées par Napoli et al. lors de leurs 
travaux en 1990. 
 
Le phénomène fut observé dans le règne animal lors d’études visant à inhiber la 
fonction d’un gène chez le nématode Caenorhabditis elegans à l’aide d’ARN antisens (Guo 
et Kemphues, 1995). Les ARN antisens se lient à des régions spécifiques (complémentaires) 
dans l’ARNm afin de bloquer la transcription. Les auteurs constatèrent que des ARN sens 
étaient aussi efficaces pour inhiber l’expression du gène cible que les ARN antisens. Cette 
observation fut élucidée par le groupe d’Andrew Fire et Craig Mello sur le nématode C. 
elegans (Fire et al., 1998). Ces auteurs démontrèrent que le mécanisme de l’extinction des 
gènes observés chez les végétaux et les nématodes est la conséquence de l’introduction dans 
les organismes d’ARN double brin complémentaire des gènes. Ce phénomène fut alors 
appelé interférence ARN (ARNi) et récompensé en 2006 par le prix Nobel de médecine. 
A première vue, il semblait peu probable que ce mécanisme existe chez les 
mammifères. En effet, l’introduction d’ARN double brin dans les cellules provoque une 
forte réponse en interféron de type 1 (IF-1), non spécifique, induite par des mécanismes de 
protection cellulaire associés à l’activation des récepteurs TLR (toll like receptor). Ce n’est 
qu’en 2001 qu’Elbashir et al. montrèrent que la machinerie cellulaire impliquée dans le 
mécanisme de l’ARNi était possible chez les mammifères, car la production de l’IF-1 est 
dépendante de la taille de l’ARN double brin introduit (Elbashir et al., 2001a). De fait, 
l’introduction directe dans les cellules de mammifères d’oligonucléotides courts (de 21 à 23 
bases), appelés siARN (small interfering RNA), pouvait bloquer spécifiquement l’expression 
du gène cible sans déclencher de réponse antivirale de type interféron. Depuis, d’autres 
études ont mis en évidence ce mécanisme dans d’autres espèces : les insectes (Kennerdell & 
Carthew, 1998), la grenouille (Oelgeschlager et al., 2000), la souris (Svoboda e al., 2000 ; 
Wianny & Zernicka-Goetz, 2000), entre autres.  
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Au-delà des siARNs, d’autres petits ARNs interférents appelés micro ARNs 
(miARN) ont été découverts. Ils sont fabriqués par la cellule elle-même à partir de son 
propre génome (Novina & Sharp, 2004). Ces miARNs proviennent de régions de l’ADN non 
codantes. Les miARNs utilisent le même système enzymatique que les siARNs et ont pour 
rôle d’inhiber la synthèse protéique en se liant à l’ARNm qui ne peut plus, dès lors, remplir 
son rôle. Un grand nombre de miARNs a été trouvé dans plusieurs organismes. On évalue 
leur nombre dans le génome humain à plusieurs centaines et leurs fonctions restent pour la 
plupart à élucider. 
 
 
2.2.2 Mécanisme d’interférence par les siARN 
 
Le principe général du mécanisme de l’interférence ARN est relativement simple et 
comporte deux phases principales : la phase d’initiation se produit dans le cytoplasme des 
cellules et consiste en la production de petits ARNs interférents à partir d’un ARNdb 
exogène ou d’un microARN. Dans cette phase, l’ARN double brin est reconnu par DICER, 
une endonucléase membre de la famille des ARNases III, qui le clive en petits fragments 
d’ARN, de 21 à 25 nucléotides avec des extrémités 3’ symétriques comportant deux 
nucléotides flottants (Figure 15 ; Hamilton & Baulcombe, 1999 ; Hammond et al., 2000 ; 
Zamore et al., 2000 ; Bernstein et al., 2001 ; Hamilton et al., 2002). DICER n’agit pas sur 
une séquence spécifique, mais sur toute ARNdb. Les cations Mg
2+
 stabilisent la dimérisation 
du complexe DICER/ARNdb permettant que ce clivage s’effectue préférentiellement à 
l’extrémité la plus instable de l’ARNdb (Tuschl & Borkhardt, 2002).  
 




La phase effectrice met en jeu une activité nucléasique qui neutralise l’ARNm cible 
en le coupant. La conséquence de cette étape est l’inhibition de l’expression du gène. Cette 
phase débute à travers le transfert des siARNs de DICER vers un complexe multi-protéique 
appelé RISC (RNA-induced silencing complex) constituant initialement un complexe inactif 
DICER/ARN/RISC. L’activité hélicase de RISC permettra la dissociation, dépendante 
d’ATP, des deux brins de l’ARN. DICER se détache et, par addition d’ATP, le siARN sens 
(ou passager) est éliminé et l’antisens (ou guide) est exposé (Figure 16). Le complexe utilise 
le brin antisens pour le guider vers sa cible (séquence complémentaire) dans l’ARNm. 
L’appariement parfait du siARN avec l’ARNm cible détermine la coupure 
endonucléolytique du second. Un appariement « imparfait » génère une boucle centrale et 
n’aboutit qu’au blocage de la traduction (Saxena et al., 2003). Le clivage de l’ARNm par 
RISC activé est endonucléasique et concerne seulement la région homologue au siARN 
(Tuschl & Borkhardt, 2002). L’ARNm ainsi fragmenté en ARNdb d’une vingtaine de 
nucléotides ne peut plus donner lieu à un processus de traduction et la protéine normalement 
codée par cet ARN n’est pas synthétisée. Les fragments générés sont ultérieurement clivés 





Figure 16. Mécanisme d’action des siARN. 
 
L’inhibition de la production de protéines par le phénomène d’ARNi ne semble 
exiger au départ qu’une très faible quantité d’ARNdb. Il existe ensuite une étape 
d’amplification dans le phénomène d’interférence ARN (Stein et al., 2003). Il a été 
démontré chez certains organismes que l’ARNi implique la production de deux populations 
de siARN par l’intervention de l’ARN polymérase ARN-dépendante (Sijen et al., 2001). Le 
premier groupe de siARN (siARN primaires) provient de l’ARNdb initialement injecté et 
permet de rendre silencieux un ARNm par complémentation de séquence. La liaison 
siARN/ARNm cible induit le clivage de l’ARNm servant de signal à RdRp pour initier la 
synthèse de siARNs secondaires. Ces siARNs secondaires sont des ARN complémentaires 
de l’ARNm clivé, donc anti-sens. Ils sont synthétisés par RdRp à partir de l’extrémité 3’OH 
du siARN primaire anti-sens servant d’amorce sur l’ARNm cible (Nishikura, 2001 ; Sijen et 
al., 2001). Le résultat de cette réaction est la formation d’un nouvel ARNdb qui est alors 
utilisé comme substrat par DICER pour générer des siARN secondaires. Ces siARNs 
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secondaires contribuent à augmenter la dégradation de l’ARNm et l’extinction de 
l’expression du gène. Cette amplification de l’activité ARNi a été observée chez C. elegans 
(Sijen et al., 2001 ; Pak & Fire, 2007), les végétaux (Voinnet et al., 1998 ; Vaistij et al., 
2002 ; Axtell et al., 2006) et les drosophiles (Lipardi et al., 2001). Cependant, les 
mammifères ne semblent pas posséder la capacité d’amplifier l’interférence ARN. En 
conséquence, la durée d’action des siARN dans la cellule de mammifères est limitée à 
quelques jours, en fonction de la quantité d’ARN initialement transfectée.  
L’utilisation du mécanisme d’interférence ARN pour induire le silencing est une 
méthode qui permet de créer artificiellement des phénotypes de « perte de fonction » des 
gènes. Dans les cultures de cellules mammifères, l’ARNi peut être induit par des siARNs 
introduits directement dans la cellule par lipofection ou életroporation. Ces siARNs miment 
le produit généré par DICER lors de la phase d’initiation de l’ARNi naturelle (les miARNs ; 
Figure 17). Les ARN interférents peuvent également être introduits sous forme de structures 
en « épingle à cheveux » (shARN, short hairpin RNA). Ces structures peuvent être aussi 
produites par des cassettes d’expression insérées dans des plasmides transférés dans le 
cytoplasme cellulaire (McCaffrey et al., 2003) ou dans des vecteurs viraux (Banerjea et al., 
2003 ; Uprichard et al., 2005). Ces shARNs, une fois dans les cellules, sont transformés en 
siARNs actifs par DICER. La transfection avec des plasmides ou l’infection avec des 
vecteurs viraux exprimant des shARN est avantageuse puisqu’elle produit de nombreuses 
copies de shARN et donc de molécules de siARN endogènes. Il en résulte un effet plus 
prononcé de l’ARNi et plus long dans le temps, en comparaison avec la transfection de 





Figure 17. Mécanisme d’action des siARN induits artificiellement dans les cellules 
de mammifères. Les siARNs introduits dans la cellule sont pris en charge directement par 




2.2.3 Le choix de la séquence cible des siARNs 
 
Il est essentiel pour une utilisation efficace des siARN que le choix de la séquence  
ciblée soit raisonné et respecte certaines règles (Ichim et al., 2004). Dès lors, il peut être 
difficile dans certains cas de trouver des cibles dans une région spécifique d’un génome. Les 
siARNs doivent également être sélectionnés pour leur spécificité. En particulier, il convient 
de s’assurer que le siARN sélectionné ne ciblera pas des ARNm de la cellule hôte. 
De plus, l’introduction d’ARNdb de plus de 30 nucléotides active une réponse de 
type interféron dans les cellules mammifères (DeFranco et al., 2009). Ceci conduit donc à la 
dégradation non spécifique des ARNm et à une réduction générale de la traduction protéique 
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au sein de la cellule. Pour éviter ce genre de réaction, les siARNs synthétiques sont 
composés de moins de 30 nucléotides (Sui et al., 2002). Les études sur des extraits 
d'embryon de D. melanogaster ont prouvé que les ARN double brin de 21pb avec deux 
bases non appariées à l’extrémité 3’ de chaque brin constitué d’un didesoxynucléotide 
« TT » (21+2), étaient les plus efficaces à déclencher l’ARNi in vitro (Figure 15 ; Elbashir et 
al., 2001b). 
Il est suggéré que la région cible doit être éloignée d’au moins 70 à100 nucléotides 
du site d’initiation de la traduction et que le contenu en GC doit être inférieur à 50% (Caplen 
& Mousses, 2003). En effet, le faible contenu en GC est corrélé avec une augmentation de 
l’efficacité du silencing. Cependant, il semblerait que les siARNs avec un fort taux de 
résidus GC au niveau de l’extrémité 3’ du brin anti-sens et un faible taux à l’extrémité 5’ 
soient plus efficaces (Chalk et al., 2004). 
La stabilité intrinsèque des duplex de siARN joue un rôle essentiel dans le 
mécanisme d’ARN interférence (Zeng & Cullen, 2003 ; Westerhout et al., 2005). Khvorova 
et al. (2003) ont démontré que pour faciliter l’incorporation du brin sens dans le complexe 
RISC et ainsi le déroulement des doubles brins, il est nécessaire que la stabilité soit plus 
faible à l’extrémité 5’ de l’anti-sens et plus forte à l’extrémité 3’.  
Pour s’assurer d’une efficacité optimale des siRNAs, il existe enfin certaines règles à 
respecter quant à la composition nucléotidique des siARNs et le type de structures 
secondaires affectant et environnant la région cible de l’ARNm (Reynolds et al., 2004 ; 
Servan de Almeida et al., 2008). Il a été montré que les structures en forme « d'épingles à 
cheveux » et les cibles situées entre deux branches très étroitement liées pouvaient 
contribuer à l'inefficacité des siARNs (Yiu et al., 2005 ; Servan de Almeida et al., 2008). La 
composition nucléotidique requise pour une bonne efficacité d’un siARN contre un virus 
contient une base guanine (G) à la position deux, un uracile (U) à la position dix, un G à la 
position 11 et l’absence de G à la position 13 (Servan de Almeida et al., 2008). Il est 
également nécessaire d’éviter les séquences palindromiques afin de prévenir tout repliement 
intra-moléculaire et diminuer la probabilité d’effets non spécifiques (Reynolds et al., 2004).  
Depuis quelques années, plusieurs algorithmes de sélection de siARNs basés sur 
certaines de ces règles ont été conçus (Amarzguioui & Prydz, 2004 ; Levenkova et al., 
2004 ; Patzel et al., 2005 ; Yiu et al., 2005). Leur principal but est d’augmenter le taux de 
succès des approches ARN interférents. Ces outils ont prouvé leur efficacité en certaines 
circonstances, mais ont échoué dans beaucoup d'autres cas (Servan de Almeida et al., 2008). 
Or, l’enjeu de cette sélection est important. L’utilisation de séquences de siARNs très 
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efficaces permet de diminuer les quantités de siARNs utilisées, ce qui réduit le risque d’effet 
hors-cible, la toxicité pour les cellules et le coût des réactifs. Ceci permet également 




2.2.4 Applications de l’interférence ARN 
 
Les siARNs font l’objet d’un usage intensif à l’heure actuelle pour étudier la 
fonctionnalité de gènes par inhibition de leur expression. Avec l’utilisation des siARNs, il 
est possible d’inactiver le fonctionnement d’un gène choisi avec une remarquable spécificité 
et d’évaluer son implication fonctionnelle dans un processus physiologique ou pathologique. 
Les chercheurs disposent donc d’un outil extrêmement puissant pour déterminer la fonction 
des gènes par l’analyse au niveau cellulaire de l’impact de leur extinction. De ce fait, des 
publications font état de l’analyse par ARNi de la quasi totalité des 19 000 gènes de C. 
elegans (Kamath et al., 2003), ce qui démontre l’énorme potentiel de cette technique. 
Un autre aspect intéressant de l’interférence ARN est celui de l’inhibition incomplète 
de l’expression génique. En fait, ce caractère partiel de l’inhibition peut aussi constituer un 
des points forts de cette approche en permettant d’analyser la fonction de gènes essentiels et, 
de manière plus générale, d’étudier la relation entre le niveau d’expression et la 
physiopathologie des gènes impliqués dans des maladies (Hemann et al., 2003). 
L’interférence ARN permet donc d’aborder les régulations génétiques.  
L’intérêt de cet outil réside également dans son utilisation thérapeutique potentielle. 
Le développement de médicaments basés sur des siARNs est une voie prometteuse en 
pharmacologie. La technologie siARN visant les gènes viraux ou cellulaires pourrait être 
une solution thérapeutique pour des maladies contre lesquelles ni vaccin, ni traitement ne 
sont actuellement disponibles (Colbère-Garapin et al., 2005). Des essais de traitements 
d‘infections virales, de cancers, de maladies auto-immunes et neurodégénératives sont en 
cours (Manjunath et al., 2006 ; Castanotto & Rossi, 2009). Certains résultats ont déjà abouti 
à des essais cliniques de phase I et II (selon les donnés issues de l’U.S. National Institute of 
Health, http://clinicaltrials.gov/ct2/results?term=siRNA). Ces essais incluent des maladies 
comme la dégénération rétinienne, les maladies génétiques du cerveau et de la peau, les 
désordres respiratoires, le cancer, les maladies métaboliques et certaines infections virales. 
Toutefois, l’usage thérapeutique de ces molécules interférentes à large échelle dépendra de 
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plusieurs conditions : absence de toxicité, spécificité des effets de silencing et efficacité de 
la délivrance in vivo (Ichim et al., 2004).  
 
 
2.2.5 L’interférence ARN comme lutte antivirale 
 
L’interférence ARN semble être un mécanisme ancien de défense antivirale chez les 
mammifères. L’inhibition de la réplication virale a été démontrée pour la première fois par 
Bitko and Barik (2001) avec le virus respiratoire syncytial. Depuis, son efficacité a été 
démontrée in vitro pour une large variété de virus, incluant des virus à ARN tels que le HIV 
(Boden et al., 2003 ; Das et al., 2004 ; Sabariegos et al., 2006 ; Schopman et al., 2010), les 
coronavirus (McDonagh et al., 2011), l’influenza virus (Ge et al., 2003 ; Seth et al., 2010 ; 
Zhiqiang et al., 2010), les morbillivirus (Otaki et al., 2006 ; Reuter et al., 2006 ; Servan de 
Almeida et al., 2007 ; Keita et al., 2008), les poliovirus (Gitlin et al., 2005 ; Saulnier et al., 
2005) ou le virus de la fièvre aphteuse (Chen et al., 2006), mais aussi des virus à ADN 
comme les papillomavirus (Chen et al., 2010), le virus de la peste porcine africaine (Keita et 
al., 2010) et les herpes virus (Bhuyan et al., 2004 ; Wiebusch et al., 2004 ; Chen et al., 
2008). Le mécanisme d’ARNi s’est également révélé efficace pour inhiber les virus des 
hépatites A, B, C et E (Radhakrishnan et al., 2004 ; Kanda et al., 2004 ; Wilson & 
Richardson, 2005 ; Sheldon & Soriano, 2008 ; Kumar et al., 2010). Bien que la plupart de 
ces études aient été réalisées in vitro, des résultats prometteurs ont été obtenus pour inhiber 
la multiplication virale in vivo, notamment en ce qui concerne le virus de l’hépatite B 
(Giladi et al., 2003), l’influenza virus (Tompkins et al., 2004) ou d’autres virus respiratoires 





Tableau 5. Les essais cliniques de thérapie antivirale basés sur l’ARNi (d’après 
Davidson & McCray Jr., 2011). 
 
Médicament Virus Cible Laboratoire Statut 




HIV HIV Tat protein, 
HIV TAR RNA, 
human CCR5 









Alnylam Pharm. Terminé, 
phase II 






Alnylam Pharm. Terminé, 
phase I 






Alnylam Pharm. En cours, 
phase II 




2.2.6 Les difficultés à surmonter dans l’utilisation de l’interférence ARN 
 
L’ARNi est un mécanisme qui présente des contraintes susceptibles d’affecter son 
efficacité. Certaines de ces contraintes sont décrites ici. 
 
 
2.2.6.1 Les réponses interféron 
 
Pour utiliser l’ARNi in vivo, il faut s’assurer que les siARNs n’activent pas une 
réponse immunitaire dans l’organisme de l’hôte. Initialement les chercheurs pensaient que 
seuls les ARNdb d’une longueur de plus de 30 pb pouvaient provoquer une réponse 
interféron en activant la protéine PKR et par conséquent interrompre l’ensemble de 
l’expression génique. Toutefois, il est apparu que les récepteurs TLR, pouvaient également 
reconnaître des motifs homologues à ceux des séquences ADN immunostimulantes dans les 
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siARN et déclencher une réponse interféron (Robbins & Rossi, 2005). Des recherches 
supplémentaires sont nécessaires afin de comprendre pleinement ces réactions immunitaires 
et les éviter lorsqu’on active un mécanisme d’ARNi. 
 
 
2.2.6.2 Effet hors-cible (off-targets) des siARNs 
 
Des effets hors-cible non désirés peuvent survenir lorsque la séquence du brin guide 
d’un siARN transfecté ou d’un miARN exprimé comporte une certaine complémentarité 
avec la région 3’ non traduite d’un ARNm qui n’était pas volontairement ciblé. Dans de tels 
cas, l’expression de cet ARNm peut être inhibée de manière significative (Birmingham et 
al., 2006 ; Jackson et al., 2006).  
 
 
2.2.6.3 Suppresseurs viraux de l’ARNi 
 
Les parasites confrontés à un mécanisme de défense déploient un mécanisme de 
contre-défense. Les virus n’échappent pas à cette règle et peuvent utiliser des miARN de la 
cellule hôte pour augmenter leur propre réplication (Boyd, 2008) ou alors, produire des 
protéines supprimant des étapes variées de la voie de l’ARNi (Tableau 6). Normalement ces 
protéines, parfois multifonctionnelles, sont des facteurs de pathogénicité. Une grande variété 
de suppresseurs viraux a été caractérisée, surtout chez les virus des plantes, révélant des 
mécanismes sophistiqués de contre-stratégie virale (Kasschau & Carrington, 1998 ; Qu & 
Morris, 2005). Dans ce contexte, il a été signalé récemment que la protéine Tat du HIV-1 
fonctionne comme dispositif antagoniste à l'ARNi à travers l'inhibition du clivage des 
ARNdb en siARNs par le DICER (Bennasser et al., 2005). La protéine NS1 du virus de la 
grippe agit également en tant que facteur de virulence en augmentant l'expression des gènes 
viraux et en diminuant les défenses antivirales cellulaires. Elle favorise l'exportation 
nucléaire des ARNm viraux et retarde l'exportation des pré-miARNs (précurseurs des 
miARNs) cellulaires (Chen & Krug, 2000). D’autres virus possèdent également des 








Virus Fonction Référence 
miR-UL112 Cytomégalovirus Inhibe la protéine hôte 
MICB induisant une 




miR-K12-11 Herpès virus du 
Sarcome de Kaposi 
Action sur des nombreux 
ARN impliqués dans 
l’apoptose et la réponse 
immunitaire innée 
Gottwein et al., 
2007 ; Skalsky et 
al., 2007 
miR-BART2 Virus d’Epstein-Barr Clivage du transcrit viral 
BALF5 qui code pour la 
polymérase virale 
Pfeffer et al., 2004 
miR-S1 Virus Simien 40 Clivage des transcrits 
précoces au cours du stade 
tardif d’infection, réduisant 
ainsi le taux de protéines T 
Sullivan et al., 
2005 
miR-LAT Herpès simplex type 
1 
 
Inhibition de l’apoptose à 
travers la modulation de 
TGF-β 
Gupta et al., 2006 
Protéine Tat virus de 
l’immunodéficience 
humaine 
Inhibition du clivage des 
ARNdb en siARNs par 
DICER 
Bennasser et al., 
2005 
Protéine NS1 Virus de l’influenza 
A humaine 
Favorise l'exportation 
nucléaire de l'ARNm viral 
et retarde l'exportation des 
pre-miARNs cellulaires 
Chen & Krug, 2000 
Protéine du 
core 
Hépatite C Inhibition du clivage des 
ARNdb en siARNs par 
DICER 




Hépatite C Intéragit avec l’argonaute 2 
(sous-unité catalytique du 
mécanisme ARNi) et le 
rend inactif 
Ji et al., 2008 
Protéine VP35 Virus de l’Ebola Séquestration de si- et 
miARNs  
Haasnoot et al., 
2007 
Protéine E3L Virus de la vaccine Séquestration de si- et 
miARNs  
Li et al., 2004 
Protéine NSs La Crosse virus Séquestration de si- et 
miARNs  
Soldan et al., 2005 
 
Par ailleurs, de nombreux virus expriment des ARNs non codant (miARNs) et 
utilisent la machinerie de l’interférence ARN pour exercer leur action sur la cellule hôte 
(Gupta et al., 2006 ; Sullivan, 2008), en particulier pour contrôler le système immunitaire 
(Sarnow et al., 2006 ; Nelson, 2007). Plusieurs exemples de miARNs viraux peuvent 
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illustrer ce phénomène d’évasion comme le virus Epstein-Barr (EBV) qui possède dans son 
génome deux régions (clusters) codant des miARNs dont les cibles prédites sont des gènes 
de la cellule-hôte impliqués dans la prolifération cellulaire, l’apoptose et les signaux 
immunitaires (Pfeffer et al., 2005). Des études ont ainsi démontré que des miARN du virus 
EBV ciblaient l’oncogène viral LMP1 et stimulaient son expression, favorisant ainsi la 
transformation cellulaire (Lee & Dutta, 2009). Des nombreux autres virus possèdent des 
gènes codant des miARNs tels que le cytomégalovirus (CMV), le virus simien 40 (SV40), et 
l’Epstein-Barr (Tableau 6). 
 
 
2.2.6.4 Saturation des composants de la voie endogène de l’ARNi 
 
Il a été récemment démontré qu’une expression excessive de shARN pouvait être 
toxique et fatale pour les souris. Cette toxicité était due à une saturation de la machinerie 
d’interférence ARN et s’est avérée létale pour des souris dans lesquelles les shARN avaient 
été exprimés (Grimm et al., 2006). De plus, une expression plus faible de shARN dans des 
lymphocytes primaires humains semble supprimer l’effet toxique des mêmes shARN tout en 
conservant un effet interférent (An et al., 2006). Il est donc clair, que l’optimisation des 
niveaux d’expression des shARNs est nécessaire avant toute application thérapeutique. 
 
 
2.2.6.5 La délivrance in vivo 
 
Depuis la découverte des ARNs interférents, de nombreux efforts ont été accomplis 
pour une utilisation en recherche et en clinique. Les petits ARNs interférents présentent 
néanmoins des caractéristiques physicochimiques et une vulnérabilité aux attaques de 
l’environnement comme les dégradations enzymatiques, rendant difficile leur incorporation 
à l’état fonctionnel dans le cytoplasme des cellules cibles où se situe le complexe protéique 
RISC. En outre, leur charge négative, leur caractéristique hydrophile et leur poids 
moléculaire constituent de véritables obstacles au passage de la membrane plasmique. Le 
protocole de transfection cellulaire de siARNs ou de plasmides exprimant de shARNs 
développé à l’origine est basé sur l’utilisation de liposomes. L’efficacité de transfection est 
approximativement de 90% mais malheureusement elle reste très chère et trop toxique pour 
une utilisation directe in vivo (Surowiak, 2003). C’est pourquoi, d’autres méthodes sont en 
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train d’être développées pour introduire des siARN dans les cellules. Il existe actuellement 
deux grandes méthodes pour déclencher l’ARNi in vivo : l’administration directe de 
siARNs, ou l’administration de vecteurs viraux et non viraux qui expriment des shRNAs qui 
seront par la suite transformés en siARNs actifs. Les véhicules non viraux présentent moins 
de soucis de sûreté que les vecteurs viraux, mais sont généralement moins efficaces pour la 
délivrance (Colbère-Garapin et al., 2005).  
L’administration directe de siARN a été réalisée pour la première fois par l’équipe de 
McCaffrey, en injectant un volume de 1,8 ml de tampon phosphate PBS (phosphate buffered 
saline) en cinq à sept secondes contenant des siARN et un plasmide d’expression contenant 
le gène de la luciférase dans le foie chez la souris (McCaffrey et al., 2002). Les auteurs ont 
ainsi réussi à inhiber 81% de l’expression de la luciférase. Cependant, cette méthode ne peut 
pas être médicalement viable en raison des dommages potentiels au foie. Un autre succès de 
l’administration directe de siARN est venu de l’administration locale dans l’œil. Un siARN 
spécifique du VEGF (Vascular Endothelial Growth Factor, un facteur de croissance 
spécifique des cellules endothéliales), a été délivré dans l’espace sous rétinien chez des 
souris. Il a permis une réduction d’environ 75% de l’angiogenèse au niveau de l’œil (Reich 
et al., 2003). Dans ce modèle, il n’a pas été nécessaire de modifier le siARN, ou de le 
complexer avec un polymère lipidique ou un autre agent de transfection, comme c’est le cas 
dans d’autres systèmes (Reich et al., 2003). Cependant, l’usage des siARNs in vivo reste 
restreint et probablement handicapé par leurs dégradations rapides par des ARNases 
présentes dans le sérum et/ou par leur rapide élimination de l’organisme. Des siARN 
administrés par voie systémique chez la souris s’accumulent dans le foie et les reins, et après 
à peine cinq minutes, ils sont retrouvés dans les urines (Braasch et al., 2004).  
Utilisés depuis plus de 20 ans dans le cadre de la thérapie génique, les vecteurs 
viraux ont récemment été appliqués à l’interférence ARN afin de délivrer aux cellules des 
plasmides d’expression d’ARNs interférents. Le recours à des virus pour transporter des 
acides nucléiques repose sur le constat d’efficacité de ceux-ci à transférer leur propre 
matériel génétique dans les cellules humaines (Dallas & Vlassov, 2006) et sur le fait qu’on 
peut modifier leur génome pour porter des séquences étrangères dont celles exprimant les 
ARN interférents d’intérêt. Les vecteurs viraux sont des systèmes de délivrance très 
efficaces, mais leur application clinique est freinée par un certain nombre d’inconvénients 
(Thomas et al., 2003). Ils peuvent induire des réponses immunitaires et/ou s’intégrer de 
façon aléatoire dans le génome hôte. De plus, leur production en conditions industrielles 
peut s’avérer relativement complexe et coûteuse. S’ils sont réplicatifs, la question de leur 
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biosécurité doit être posée. Néanmoins, un certain nombre d’approches virales ont été 
étudiées in vivo. Elles concernent principalement des vecteurs viraux construits pour 
exprimer notamment des ARN en épingle à cheveux (Xia et al., 2002 ; Hacein-Bey-Abina et 
al., 2003 ; Ong et al., 2005 ; Singer et al., 2005). Les vecteurs viraux les plus utilisés 
actuellement pour la délivrance in vivo des shARNs sont les adénovirus, les virus associés à 
l’adénovirus (AAV), les lentivirus, les rétrovirus et les baculovirus. Les rétrovirus ont été 
parmi les premiers vecteurs utilisés pour transfecter des cellules avec des ARN en épingle à 
cheveux, mais ils ont des inconvénients pour être appliqués in vivo. En effet, trois patients 
d’un essai clinique de thérapie génique utilisant ces rétrovirus pour traiter le syndrome 
d’immunodéficience sévère lié au chromosome X ont développé des leucémies (Fisher et al., 
1999). Les rétrovirus sont des virus à ARN. Après internalisation nucléaire de l’ARN 
rétroviral, celui-ci est rétrotranscrit en ADN et est ensuite intégré dans le génome de l’hôte, 
d’où son intérêt comme vecteur dans le transfert de gènes (Zhang & Godbey, 2006). Leur 
insertion permet leur transmission à la descendance mais se fait de façon aléatoire, d’où la 
possibilité d’engendrer des mutations. Les lentivirus font partie d’une sous-classe de 
rétrovirus. Même s’il existe des problèmes de sécurité d’emploi, les lentivirus sont attrayants 
en tant que vecteurs de transfection. Ils présentent peu de risque d’insertion mutagène et sont 
capables de transfecter efficacement des cellules primaires et des cellules quiescentes. De 
plus, les lentivirus peuvent incorporer de grandes quantités de matériel génétique et ne sont 
que faiblement immunogènes (Trono, 2000). Les adénovirus sont des virus à ADN linéaire. 
Le génome viral n’a pas la capacité de s’intégrer dans celui de l’hôte et reste épisomal dans 
le noyau, tout en utilisant les machineries enzymatiques. Son expression est par conséquent 
transitoire et faible, ce qui n’est pas un avantage pour le traitement des maladies chroniques. 
Les vecteurs adénoviraux exprimant des ARN en épingle à cheveux ont été utilisés in vivo 
avec des résultats prometteurs contre les infections virales. Chen et al. (2006) ont réussi à 
protéger des cobayes et des porcs contre l’infection par le virus de la fièvre aphteuse. De la 
même façon, les vecteurs adénoviraux ont été utilisés pour protéger les souris contre le 
circovirus porcin de type 2 (Feng et al., 2008). Malgré la démonstration de leur efficacité in 
vivo sur l’animal, les adénovirus provoquent toujours des réponses inflammatoires et leur 
toxicité, surtout au niveau du foie, est problématique (Palmer & Ng, 2005). L’AAV semblait 
être très prometteur pour la délivrance de l’ARNi in vivo puisqu’il a longtemps été consideré 
comme inoffensif (Carter, 2005). Cependant, le décès d'un patient dans un essai clinique de 
traitement de la polyarthrite rhumatoïde, par des vecteurs dérivés de l'AAV a soulevé de 
gros doutes sur l’utilisation de ce type de vecteurs (Hughes, 2007). Les baculovirus 
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présentent l’avantage de pouvoir contenir des grandes quantités d’informations géniques et 
sont incapables de se répliquer et d’exprimer des protéines virales dans les cellules de 
mammifères (Kost & Condreay, 2002). D’un autre côte, la délivrance à des cellules et des 
tissus spécifiques et le problème de leur inactivation par le complément restent des soucis 
majeurs à résoudre pour leur utilisation in vivo (Hofmann & Strauss, 1998). 
Une autre approche pour la délivrance de siRNA consiste à utiliser des vecteurs non 
viraux pour essayer d’améliorer la pharmacocinétique et la délivrance des siARNs. On 
retrouve notamment les lipides cationiques, les polymères cationiques et les peptides de 
pénétration cellulaire. Le point commun de tous ces vecteurs est leur charge positive, qui 
facilite à la fois la formation de complexes avec les acides nucléiques polyanioniques, et 
l’interaction avec les membranes cellulaires chargées négativement. Bien que les 
mécanismes exacts de délivrance soient divers, ces complexes et particules ont en commun 
de protéger les siRNA dans leur circulation dans le sang périphérique, d’éviter leur 
accumulation dans le système réticulo-endothélial et d’atteindre les cellules cibles. Ils 
peuvent permettre également d’altérer leurs propriétés pharmacocinétiques, en prolongeant 
leur demi-vie in vivo et de former des structures de taille supérieure à la limite de filtration 
rénale (Trehan et al., 2010). Il est toutefois à noter que les systèmes de transfection 
cationiques (notamment les lipides) peuvent promouvoir des effets non spécifiques des 
siARN et également leur capacité à induire une stimulation du système immunitaire (Judge 
et al., 2005 ; Ma et al., 2005). La sélection inappropriée d’un vecteur de transfection peut 
ainsi diminuer l’activité biologique d’inhibition du gène cible, tout en provoquant des effets 
secondaires indésirables (Trehan et al., 2010). L’efficacité de ces systèmes peut enfin être 
limitée in vivo en raison de phénomènes d’agrégation avec les facteurs circulants du sang 
périphérique ou d’une fixation à la matrice extracellulaire (Trehan et al., 2010 ; Rao, 2010). 
Bien qu’il soit encore tôt pour tirer des conclusions sur les techniques de délivrance 
in vivo, on peut observer des résultats assez encourageants avec l’administration des siARN 
au niveau local, ou bien par voie systémique. Ces résultats laissent présager de l’essor que 
prendra l’interférence en thérapeutique clinique dans les années à venir. 
 
 
2.2.6.6 Emergence des virus d’échappement 
 
Un des plus grands risques liés à l’utilisation de thérapies antivirales, quelles qu’elles 
soient, est l’émergence de résistances (Gitlin et al., 2005). Bien que l’ARNi soit considérée 
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comme une stratégie prometteuse pour combattre une large variété de virus, l’échappement 
au traitement transitoire par des siARNs a été plusieurs fois décrit, notamment avec les virus 
à ARN  (Boden et al., 2003 ; Das et al., 2004 ; Gitlin et al., 2005 ; Westerhout et al., 2005 ; 
Wilson & Richardson, 2005 ; Wu et al., 2005 ; Konishi et al., 2006 ; Kusov et al., 2006 ; 
Nishitsuji et al., 2006 ; Sabariegos et al., 2006 ; ter Brake et al., 2006 ; Unwalla et al., 2006 ; 
Baba et al., 2008 ; von Eije et al., 2008).  
La résistance contre les séquences de siARN inhibitrices peut se produire par une 
mutation simple dans ou en dehors de la région cible (Gitlin et al., 2005 ; Westerhout et al., 
2005 ; von Eije et al., 2008) ou une délétion partielle ou complète (Westerhout et al., 2005). 
Toutes ses mutations ou délétions peuvent soit empêcher la reconnaissance de la région cible 
par le siARN (mutation dans la région cible), soit produire une modification de la structure 
secondaire de l’ARN et réduire l’accessibilité de la zone de clivage (mutation en dehors de 
la région cible ; Bohula et al., 2003 ; Far & Sczakiel, 2003 ; Luo & Chang, 2004 ; von Eije 
et al., 2008). En effet, Westerhout et al. (2005) ont démontré une forte corrélation entre la 
stabilité du duplex des siARN/ARN-cible liée au degré de complémentarité des séquences et 
le niveau de résistance à l’ARNi. Les mêmes auteurs ont observé l’échappement du HIV-1 
aux siARNs par des mutations en dehors de la région cible mais qui ont induit une structure 
secondaire alternative de l'ARNm réduisant l’accessibilité de la zone cible. Comme indiqué 
précédemment, toute mutation ou délétion n’a pas le même impact sur l’interférence ARN. 
Il a été démontré qu’en fonction de la localisation de la mutation dans la zone cible, une 
inhibition plus ou moins importante est observée (Pusch et al., 2003). Ainsi, les mutations 
dans la région centrale de la cible peuvent être responsables d’une perte totale d’efficacité 
des siARN, alors que les mutations à l’extrémité 5’ entraînent une perte partielle et les 
mutations à l’extrémité 3’ sont sans effet (Figure 18 ; Pusch et al., 2003 ; Gitlin et al., 2005 ; 





Figure 18. Niveau de perte d’inhibition de l’interférence ARN après mutation de 
chaque nucléotide de la séquence cible (d’après Pusch et al., 2003). 
 
Plusieurs virus sont capables d’échapper très rapidement au traitement avec un 
siARN, comme le démontrent les travaux de Gitlin et al. (2005) sur les poliovirus et de 
Wilson et Richardson (2005) sur le virus de l’hépatite C. Cependant, c’est avec le HIV-1, 
que des événements d’échappement aux traitements antiviraux, dont l’ARNi, ont été décrits 
à maintes reprises. En effet, des mutants d'échappement de ce virus peuvent apparaître après 
seulement quelques jours de traitement (Boden et al., 2003 ; Das et al., 2004 ; von Eije et al., 
2008).  
Le niveau d’échappement semble être directement lié à la quantité de points de 
mutation dans la région cible. En effet, Wilson et Richardson (2005) ont montré qu’un 
mutant d’échappement avec une seule mutation pouvait avoir une résistance de seulement 4 
à 13% à l’ARNi, mais que ce niveau de résistance augmentait à 70-80% avec un deuxième 
point de mutation. Le traitement répété avec le même siARN favorise la sélection de 
mutations multiples dans la séquence cible, menant à un niveau plus élevé de résistance au 
ARNi (Gitlin et al., 2005 ; Wilson & Richardson, 2005). En conséquence, le traitement 
combiné avec plusieurs siARNs est plus efficace à la fois dans l’inhibition de la réplication 
des virus (Kanda et al., 2004) et dans la prévention de l’émergence de mutants résistants 
(Wilson & Richardson, 2005 ; ter Brake et al., 2006).  
Les délétions d’une partie de la zone cible peuvent être un recours adopté par 
certains virus pour échapper à l’ARNi. Cependant, cette voie d’échappement semble être 
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limitée aux gènes viraux non-structurels dans la mesure où elle peut impacter sur la 
fonctionnalité des protéines concernées et la viabilité des virus (von Eije et al., 2008).  
Comme on a pu le constater, plusieurs virus ont de forte propension à générer des 
mutants d’échappement. Différentes stratégies peuvent être adoptées pour empêcher 
l'apparition de résistance contre l’ARNi  telles que : (i) l'expression de la séquence 
inhibitrice dans un format d’épingle à cheveux (ter Brake et al., 2006) qui pourra être 
produite par des cassettes d’expression insérées dans des plasmides transférés dans le 
cytoplasme cellulaire ou dans des vecteurs viraux pour produire de nombreuses copies de 
shARN et donc de molécules de siARN endogènes ; (ii) l’association de plusieurs siARNs 
(Gitlin et al., 2005 ; Gimenez-Barcons et al., 2007). Une autre voie consiste à cibler un gène 
viral essentiel et très conservé entre virus d’une même famille. En effet, cette conservation 
peut signer la présence d’un motif structurel ou fonctionnel indispensable, créant ainsi une 
pression de sélection négative forte qui limite la capacité de dérive génétique du virus. 
D’autres moyens plus récents mais plus complexes consistent à utiliser, comme cibles, des 
co-facteurs cellulaires de la réplication virale (Eekels et al., 2011) ou à anticiper toutes les 
possibilités d’échappement d’une région cible donnée et de délivrer un cocktail de siARNs 
qui couvrent toutes ces possibilités (Schopman et al., 2010).  
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3 PROBLEMATIQUE ET OBJETIF 
 
Pour inhiber la réplication des morbillivirus, le Cirad a mis au point une stratégie 
antivirale basée sur l'interférence ARN dans l’objectif final de développer un vaccin 
thérapeutique anti-morbillivirus. Trois siARNs (siNPPRV1, siNPPRV6 et siNPPRV7) 
synthétiques ciblant le gène de la nucléoprotéine virale ont été identifiés comme étant 
capables d'empêcher la réplication in vitro du virus de la peste de petits ruminants, de la 
peste bovine et de la rougeole (Servan de Almeida et al., 2007 ; Keita et al., 2008). 
Cependant, compte tenu de la plasticité des génomes des virus à ARN, l’exposition continue 
de morbillivirus aux siARN pourrait donner lieu à des mutants viraux capables d’échapper à 
l’interférence ARN.  
 
L'objectif de ce travail de recherche est d’évaluer la capacité d’apparition de virus 
mutants d’échappement d’un morbillivirus (le virus de la peste des petits ruminants a été 
choisi comme modèle) sous pression de sélection de siARNs préalablement identifiés par le 
Cirad. Tout d’abord, le virus a été soumis à chaque siARN pris séparément ou en association 
par deux ou trois. Dans un second temps, nous avons vérifié que les mutations ou les 
délétions observées étaient bien directement responsables de l’échappement. Cette étude est 





4 MATERIELS ET METHODES 
 
 
4.1 Cellules, virus, et siARNs 
 
Les cellules Vero ont été obtenues de la collection européenne de culture cellulaire 
(ECACC, de l’anglais European Collection of Cell Culture, France, 84113001). Elles ont été 
cultivées en milieu essentiel de Eagle (MEM, Invitrogen, Fischer Scientific, France) 
supplémenté avec 10% de sérum de veau fétal (SVF, Dutcher, France) et 2 mM de L-
glutamine (Invitrogen, Fischer scientifique, France). Elles ont été maintenues dans un 
incubateur humidifié à 37 ºC avec 5% de CO2. 
 
Les stocks de virus de travail sont obtenus après infection de cellules Vero cultivées 
en boîte de 25 ou 75 cm
2
 dans du MEM à 5% de SVF et 2 mM de L-glutamine. Après 
chaque infection virale, les cellules sont observées quotidiennement au microscope inversé. 
Quand l’effet cytopatique (ECP) atteint environ 80% des cellules, soit trois à cinq jours post-
infection, les cellules sont soumises à trois cycles de congélation/décongelation. Les aliquots 
de virus sont stockés à -80 ºC.  
Les titrages sont réalisés en plaques de 96 puits dans lesquelles 100 µL de 




) dans du milieu MEM ont été mis en 
contact avec 100 µL d’une suspension contenant 20 000 cellules Vero/puits en MEM avec 2 
mM de L-glutamine et 10% de SVF. Pour chaque dilution virale, dix puits ont été 
ensemencés. Les titres viraux ont été estimés dix jours après par la méthode de Reed et 
Muench (1983). Ils sont exprimés en dose infectant 50% des cultures cellulaires 
(DICC50/ml). 
 
Pour la synthèse et la purification des siARNs nous avons fait appel au fournisseur 
commercial Applied Biosystems (France, ≥ 80% de pureté). Trois siARNs (siNPPRV1, 
siNPPRV6 et siNPPRV7, Tableau 7) ciblant une région hautement conservée entre 
morbillivirus (région III, 85-90% de conservation) et codant pour la nucléoprotéine virale 
ont été utilisés. Deux autres siARNs (siNPPRV1mut1 et siNPPRV1mut4) spécifiques des 
mutants d’échappement et un siARN de contrôle (siMPPRV11), ciblant le gène de la 




Tableau 7. siARNs utilisés dans ce travail.  
 
siARN Séquence du brin sense (5’ – 3’) Position dans 
l’ARNm 
siNPPRV1 GGAUCAACUGGUUUGAGAAtt 480-498 
siNPPRV6 GGCGGUUCAUGGUAUCUCUtt 741-759 
siNPPRV7 GCAUUAGGCCUUCACGAGUtt 899-917 
siNPPRV1mut1 GGAUCGGCUGGUUUGAGAAtt 480-498 
siNPPRV1mut4 GGAUCAGCUGGUUUGAGAAtt 480-498 
siMPPRV11 (siARN contrôle) GGUAUUUUACAACAACACUtt 366-384 
 
 
4.2 Transfection des siARNs et infection virale  
 
Pour la transfection, les cellules Vero sont préparées comme suit. Après trypsination, 
les cellules sont remises en suspension dans du milieu (MEM à 10% SVF et 2mM L –
glutamine) et réparties en plaque de 48 puits, à raison de 50 000 cellules par puits. Les 
plaques sont incubées à 37 ºC en présence de 5% de CO2. Vingt-quatre heures plus tard, le 
milieu MEM est remplacé par 100 µl par puits de MEM sans sérum. Les siARNs, 
complexés, dans un volume total de 50 µl d’OptiMEM (Invitrogen, Fischer scientifique, 
France) à 1 µg de lipofectamine sont ajoutés dans chacun des puits après 20 minutes 
d’incubation à temperature ambiente. Plusieurs concentrations (100 ; 33,3 ; 11,1 ; 3,7, et 0 
nM) et combinaisons (seul, par paire ou par triplet) de siARN  sont testées et ont été choisies 
basés sur les résultats obtenus auparavant par l’équipe (Servan de Almeida et al., 2007 ; 
Keita et al., 2008). Le plan de plaque est représenté dans la Figure 19. Les plaques sont 
ensuite incubées pendant quatre à six heures à 37 ºC en présence de 5% de CO2. Après 
incubation, 350 µl de MEM à 5% de SVF et 2 mM de L-glutamine sont ajoutés au 
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Figure 19. Schéma d’une plaque de transfection. Dans les colonnes les dilutions du 
virus et dans les lignes, les dilutions des siARNs. CC, contrôle de cellules Vero transfectées 
avec les siARNs mais pas infectées. 
 
Vingt-quatre heures après transfection, le surnageant des cellules est remplacé par 
200 µL du milieu MEM complet et 200 µL de suspension virale collectée à la transfection 
précédente et pré-diluée au dixième dans du milieu MEM sans SVF (Figure 19). En 
parallèle, les suspensions virales prélevées à la transfection précédente sont titrées pour 
déterminer la MOI (Multiplicité d’infection, du anglais Multiplicity of Infection) dans 
chaque puits de la plaque de transfection. 
Quatre à cinq jours plus tard, la réduction de l’ECP par les siARNs a été évaluée au 
microscope inversé. Un score selon la quantité d’ECP observée a été attribué : (-) pour 0% 
d’ECP, (+) pour un ECP entre 1% et 25%, (++) pour un ECP entre 26% et 50%, (+++) pour 
un ECP entre 51% et 75%, (++++) pour un ECP entre 76% et 99%, et (+++++) pour 100% 
d’ECP.  
A la fin de chaque cycle de transfection/infection, les virus sont collectés dans les 
puits ayant au moins 25% (+) d’ECP. Ils sont mélangés, congelés/décongelés trois fois et 
stockés à -80 ºC pour être utilisés dans la transfection suivante. 
 
 
4.3 Immunofluorescence (IF) 
 
Le test d’immunofluorescence est utilisé pour mettre en évidence la différence de 
degré d’ECP entre le virus sauvage et un virus d’échappement généré après transfections 
successives avec le siNPPRV1. Pour cela, des cellules Vero transfectées et infectées selon la 
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méthode décrite ci-dessus sont lavées trois fois en tampon phosphate PBS puis fixées avec 
du paraformaldehyde à 3% pendant 20 minutes à température ambiante. Après une 
deuxième étape de trois cycles de lavages en PBS, les cellules sont mises en contact avec 
200 µl d’une dilution appropriée d’anticorps monoclonal (mAc)-couplé TRITC, spécifique 
du gène N du virus de la PPR. Les plaques sont incubées pendant 30 min à 4 ºC et lavées 
trois fois avec le tampon PBS. La lecture est effectuée à l’aide d’un microscope à 
épifluorescence (Eclipse TE300, Nikon). 
 
 
4.4 Evaluation de l’efficacité des siARNs (siNPPRV1, siNPPRV6 et siNPPRV7) face 
aux souches sauvages de PPRV disponibles au laboratoire de virologie du Cirad 
 
Dans des travaux précédents (Servan de Almeida et al., 2007 ; Keita et al., 2008) les 
siARNs NPPRV1, NPPRV6 et NPPRV7 ont une très bonne efficacité in vitro dans 
l’inhibition de la multiplication de la souche vaccinale du PPRV Nigéria 75/1. Cependant, 
aucune vérification de leurs effets sur les souches sauvages du PPRV n’avait été réalisée. 
Pour effectuer cette évaluation, les cellules Vero sont transfectées avec différents siARNs à 
une concentration de 0 ; 3,7 ; 11,1 ; 33,3  et 100 nM et infectées avec une dose de 0,1 MOI 
des différentes souches sauvages de PPRV disponibles dans le laboratoire de virologie du 
Cirad (Tableau). Le protocole est identique à celui décrit précédemment. 
 
Tableau 8. Souches de PPRV disponibles dans le laboratoire de virologie du Cirad.  
 
Ligné Souche Origine Année d’isolement 
I ICV89 Côte d’Ivoire 1989 
I Burkina Faso/1988 Burkina Faso 1988 
II Nigéria/75/1 vaccinale Nigéria 1975 
II Nigéria/75/1 sauvage Nigéria 1975 
III Dorcas/1987 Oman 1987 
III Mielik/1972 Sudan 1972 
IV Marocco/2008 Maroc 2008 





4.5 Extraction de l’ARN total, RT-PCR et séquençage 
 
L’ARN total est extrait du surnageant des cultures cellulaires avec le kit commercial 
NucleoSpin
®
 (Macherey Nalgen, Hoerdt, France) selon le protocole recommandé par le 
fabricant. 
Afin de vérifier la séquence de la N des souches sauvages et la présence de mutations 
sur les virus d’échappement, la région de la nucléoprotéine virale entourant les cibles des 
trois siARNs est amplifiée par RT-PCR (reverse transcription-PCR) avec le kit commercial 
One Step RT-PCR (Qiagen, France) en utilisant les couples d’amorces suivants : sens NP63 
5’-ACCGGCGTGATGATCAGCAT-3’ et antisens NP4 5’-
CCTCCTCCTGGTCCTCCAGAATCT-3'. La N entière est également vérifiée par son 
amplification par RT-PCR avec les amorces : sens N-leader 5’–
ACCAGACAAAGCTGGGTAAG-3’ et antisens PPG1946R 5’–
GGACGTATCAGGGTTCGGTGTTG-3’. Le produit d’amplification est envoyé au 
prestataire commercial GATC (Konstanz, Allemagne) pour le séquençage.  
Les mutations sont visualisées par la présence d'un double pic dans les 
chromatogrammes : l’un d'entre eux représente le nucléotide original et l’autre le nucléotide 
muté. Selon le prestataire commercial GATC, la limite de détection au séquençage d'une 
population minoritaire est de 15-30%. L’apparition de la mutation est prise en compte une 




4.6 High resolution melting real-time PCR (PCR-HRM) 
 
La technique high-resolution melting real-time PCR (PCR-HRM) est une méthode 
d’analyse post-PCR employée pour identifier des variations dans les séquences d'acides 
nucléiques. La méthode est basée sur la détection de différences dans les courbes de 
dissociation, indiquent des différences dans les séquences nucléotidiques. Les molécules de 
fluorochrome intercalant sont insérées de manière contiguë au sein de la séquence d’ADN 
amplifié par PCR sans laisser d'espace libre et révèle donc la moindre mutation présente 
dans le gène ciblé par les amorces utilisées. Grâce au logiciel adapté (LightCycler
®
 480-
Genotyping, sur le mode « Gene scanning », Roche), il est ainsi possible de différencier des 
gènes ayant des mutations ponctuelles, des insertions ou des délétions. L’HRM permet la 
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détection de ces anomalies avec une sensibilité très élevée. En outre, la quantification des 
acides nucléiques étant possible par cette méthode, on peut donc obtenir une information à la 
fois qualitative et quantitative. 
Dans cette étude, la PCR-HRM est utilisée dans le but de comprendre la cinétique 
d’apparition et de multiplication du virus mutant d’échappement si1mut3 par rapport au 
virus parental. Tout d’abord, les ARNs extraits du surnageant des transfections sont 
transcrits en ADNc (ADN complémentaire) selon les recommandations du fabricant du kit 
commercial first-strand DNAc synthesis kit (GE Healthcare, Dutscher, France).  
Pour la PCR-HRM, les ADNc sont amplifiés avec les amorces sens si1(77pb) 5’-
GGACCCTCGAGTGGAAGTAA-3’ et antisens si1(77pb) 5’-
GCATCTTGCACCTCTATGTC-3’ et le kit commercial LightCycler® 480 High Resolution 
Melting de Roche Applied Science (Mannheim, Germany), selon les recommandations du 
fabricant (1 X MasterMix, 3 mM MgCl2, 200 mM de chaque primer). Les courbes de fusion 
des fragments amplifiés sont analysées par le logiciel LightCycler
®
 480-Genotyping sous le 
mode Gene scanning. Une courbe standard avec différents ratios de la population 
parentale/population mutée (100/0%, 75/25%, 50/50%, 25/75%, 0/100%) est utilisée comme 




4.7 Vérification du rôle des mutations/délétion dans la résistance à l’interférence 
ARN 
 
Des plasmides rapporteurs contenant le vecteur d’expression pCI-neo (Promega, 
France) et la zone cible du siNPPRV1 (original ou avec les différentes mutations et délétion 
détectées) en amont du gène de la luciférase ont été construits au laboratoire. Ces plasmides 
sont utilisés, associés aux siARNs mutés et non-mutés, pour vérifier que les mutations et la 
délétion trouvées sur les virus mutants sont bien directement responsables de l’échappement 
et non indirectement à l’origine d’un effet hors-cible (off-target). Pour ce fait, la séquence 
cible du siNPPRV1 parental présente dans le plasmide rapporteur (siRNA-NPPR1-
Firefly_Luciferase-2 ; Figure 20 ; Nizamani, 2010) est modifiée par mutagenèse dirigée en 
fonction des mutations et de la délétion rencontrées après sélection par le siNPPRV1. Pour 
l’introduction de ces modifications, le kit commercial QuickChange II XL Site-Directed 
Mutagenesis Kit (Stratagene, Etats-Unis) est utilisé conformément aux recommandations du 
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fournisseur. Tout d’abord, le plasmide siRNA-NPPR1-Firefly_Luciferase-2 est amplifié 
avec les amorces contenant les mutations ou la délétion (Tableau 9). Les produits amplifiés 
sont traités à l’endonucléase Dpn I puits utilisés pour transformer les bacteries 
ultracompetentes XL10-Gold (Stratagene, Etats-Unis) selon les instructions du fabricant. 
Les bacteries transformées sont cultivées en milieu LB agar (Invitrogen, Fischer 
scientifique, France) avec 1% d’ampicilline comme marqueur de sélection. Les plasmides 
produits sont purifiés avec le kit PureLink™ Quick Plasmid Miniprep Kit (Invitrogen, 
Fischer Scientific, France) et séquencés par le prestataire commercial GATC (Konstanz, 
Allemagne) pour confirmation des mutations ou de la délétion désirées. 
 
 
Figure 20. Plasmide rapporteur siRNA-NPPR1-Firefly_Luciferase-2 (Nizamani, 
2010). La séquence cible du siNPPRV1 est placée directement en amont de la séquence 
ARNm du gène de la Firefly Luciférase-2. L’expression est contrôlée par le promoteur du 
cytomégalovirus humain (pCMV).  
 
Tableau 9. Couples d’amorces utilisés pour l’introduction des mutations et de la 
délétion dans la zone cible du siNPPRV1 présente dans le plasmide rapporteur siRNA-
NPPR1-Firefly_Luciferase-2.  
 









La capacité d'expression de ces constructions et la capacité de différents siARNs 
(mutés et non-muté) à inhiber l’expression sont évaluée in vitro par co-transfection des 
cellules Vero avec 100 ng de chaque plasmide et 10 ng de chaque siARN complexé à 0,25 
µl/puits de Lipofectamine 2000. Ces essais sont réalisés en plaques de 96 puits contenant 20 
000 cellules Vero/puits selon la procédure de transfection décrite 4.2. L'activité in vitro de la 
luciférase est mesurée 48 heures post-transfection par bio-imagerie en utilisant l’appareil 
IVIS-Lumina II (Caliper Life Sciences, France) après addition de 150 µg/µl du sel de 
potassium D-Luciférine (Caliper Life Sciences, France). Des cellules Vero non transfectées 
sont utilisées pour déterminer le bruit de fond du signal de bioluminescence. Après trois 





/sr). Les photons sont quantifiés par le logiciel Living 
Image version 4.0 (Caliper Life Sciences, France). 
 
 
4.8 Alignements  
 
Les séquences partielles ou entières du gène N des PPRV (avec ou sans 
mutations/délétion), RPV, MV, et CDV sont obtenues à partir des bases de données 
publiques ou ont été produites dans notre laboratoire (Tbleau 9). Les alignements ont été 
réalisés en utilisant MUSCLE émulé par le logiciel Seaview version 4.2.11 (Galtier et al., 
1996 ; Gouy et al., 2010) ou CLUSTAL W émulé par le logiciel Vector NTI® (Invitrogen 
Life technologies S A S, France).  
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Tableau 10. Souches de PPRV utilisées dans les analyses de séquences du gène N. 
 
Souche Lignée Origine Année d'isolation Source GenBank accession no.
Nigeria/75/1 II Nigeria 1975 IAH/UK; CIRAD/France  X74443
Nig75/1 II Nigeria 1975 HVRI/China HQ197753
ICV89  I Côte d'Ivoire 1989 CIRAD/France EU267273
China/Tibet/Geg/07-30  IV China 2007 CAHEC/China FJ905304
Ng76/1  II Nigeria 1976 IAH/UK EU267274
China/Tibet/0701        IV China 2007 CAHEC/China EU360596
Turkey/2000 IV Turkey 2000 IAH/UK AJ849636
Turkey/00 IV Turkey 2000 IAH/UK AJ563705
Mielik_72* III Sudan 1972 CIRAD/France JN647693
Pradesh_95 IV India 1995 CIRAD/France JN647694
Revati-2006 IV India 2006 IVRI/India GU014574
Jhansi 03 IV India 2003 IVRI/India EU344738
Jhansi-2003 IV India 2003 IVRI/India GU014571
Sungri-96 IV India 1996 IVRI/India GQ452013
Bhopal 2003 IV India 2003 IVRI/India FJ750560
Revati 2005 IV India 2005 IVRI/India FJ750559
China/Tib/07 IV China 2007 CAHEC/China JF939201
Tib/07x11 IV China 2007 YAASV/China GQ184299
Izatnagar /1987 IV India 1994 IVRI/India AY840993
Dorcas_87 III Oman 1987 CIRAD/France JN647695
Burkina_Faso_1988 I Burkina Faso 1988 CIRAD/France JN647696
Marocco08 IV Marocco 2008 CIRAD/France JN647697
Guinea-Bissau_1989 II Guinea Bissau 1989 CIRAD/France JN647698
Ethiopia_1994 III Ethiopia 1994 CIRAD/France JN647699
India_1994 IV India 1994 CIRAD/France JN647700
mut_si1mut1 II Nigeria 1975 CIRAD/France JN647701
mut_si1mut2 II Nigeria 1975 CIRAD/France JN647702
mut_si1mut3 II Nigeria 1975 CIRAD/France JN647703
mut_si1mut4 II Nigeria 1975 CIRAD/France JN647704
mut_si1mut5_del II Nigeria 1975 CIRAD/France JN647705
mut_si1_mut4_mut1 II Nigeria 1975 CIRAD/France JN647706
mut_si6mut1 II Nigeria 1975 CIRAD/France JN647707
mut_si6mut2 II Nigeria 1975 CIRAD/France JN647708
mut_si6mut3 II Nigeria 1975 CIRAD/France JN647709
mut_si6mut4 II Nigeria 1975 CIRAD/France JN647710
mut_si7mut1 II Nigeria 1975 CIRAD/France JN647711
mut_si7mut2 II Nigeria 1975 CIRAD/France JN647712
mut_si7mut3 II Nigeria 1975 CIRAD/France JN647713
mut_si7mut4 II Nigeria 1975 CIRAD/France JN647714
mut_si7mut5 II Nigeria 1975 CIRAD/France JN647715
mut_si1and7 II Nigeria 1975 CIRAD/France JN647716
mut_si1and6 II Nigeria 1975 CIRAD/France JN647717
mut_si6and7 II Nigeria 1975 CIRAD/France JN647718  
IAH/UK, Institute for Animal Health; IVRI/India, Indian Veterinary Research Institute; 
Cirad/France, Centre de Coopération Internationale en Recherche Agronomique pour le 
Développement; CAHEC/China, China Animal Health and Epidemiology Center; 
HVRI/China, Harbin Veterinary Research Institute; YAASV/China, Yunnan Academy of 
Animal Science and Veterinary; * même séquence que Nig75/1. 
 
 
4.9 Analyses des séquences  
 
La conservation de positions ciblées par les trois siARNs dans le gène N des 
morbillivirus est évaluée par des alignements multiples des acides nucléiques et des acides 
aminés en comparant avec la séquence de la souche vaccinale du PPRV Nigéria 75-1 
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(numéro d’accession X74443). Pour une analyse plus fine, les deux régions de 19 acides 
nucléiques flanquant les zones cibles de chaque siARNs ont également prises en compte afin 
d’être utilisées comme élément de comparaison. Un système de scores est défini et attribué 
de la façon suivante pour chaque modification observée dans ces régions : 
 
1. Transition versus transversion : 1 = pas de modification, 2 = transition, 3 = 
transversion, 4 = transversion jamais retrouvée auparavant dans un morbillivirus. 
 
2. Modification de acide nucléique dans le codon : 1 = pas de modification, 2 = 
modification à la position 3 du codon, 3 = modification à la position 1 du codon, 
4 = modification à la position 2 du codon. 
 
3. Modification de la préférence du codon d’usage : 1 = pas de modification, 2 = 
pas de modification de l’acide amine et codon d’usage le plus représenté, 3 = pas 
de modification de l’acide amine et codon d’usage le moins représenté, 4 = 
modification de l’acide aminé. 
 
4. Modification de l’acide aminé : 1 = pas de modification, 2 = substitution 
synonyme, 3 = substitution non-synonyme, 4 = substitution non-synonyme 
jamais retrouvée auparavant dans un morbillivirus.  
 
Ces scores seront ensuite utilisés dans une analyse statistique. En parallèle, les 
alignements des acides nucléiques du gène N entier des morbillivirus sont utilisés dans une 
reconstruction phylogénétique par une approche bayésienne (Huelsenbeck & Ronquist, 
2001). Le modèle proposé par Treefinder en maximum de vraisemblance (version de mars 
2011, Munich, Allemagne, distribuée par l'auteur à www.treefinder.de) avec une 
discrétisation gamma à cinq catégories est le modèle GTR à neuf paramètres. Ce modèle est 
sélectionné pour l’analyse bayésienne. Les arbres résultants de cette analyse et les 
alignements multiples correspondants sont ensuite employés dans une analyse dN/dS (ratio 
de substitutions non-synonimes, dN et des substitutions synonymes, dS) mise en application 
par Codeml dans PAML (Yang, 2007). En bref, le ratio de substitutions nucléotidiques non-
synonymes/synonymes est calculé en prenant en compte la séquence entière du gène N. Un 
dN/dS < 1, = 1, ou > 1 indique une sélection négative, neutre et positive, respectivement. 
Une analyse d'horloge moléculaire sur toutes les séquences de gène N de PPRV disponibles 
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est également effectuée en utilisant le logiciel BEAST et un modèle d'horloge moléculaire 
strict (Drummond & Rambaut, 2007).  
 
 
4.10 Analyses statistiques 
 
Les résultats de l’essai avec le plasmide rapporteur basé sur le gène de la luciférase 
sont analysés par le test non-paramétrique de Wilcoxon (Wilcoxon, 1945) et ensuite ajustés 
par le test de Holm (Holm, 1979).  
Pour évaluer l'effet de la pression de sélection des trois siARNs sur le gène de la 
protéine N, une analyse factorielle multiple (AFM) est employée (Escofier et Pagès, 1994 ; 
Manly, 2006). Plus spécifiquement, l’AFM est utilisée pour évaluer les relations entre les 
souches de PPRV et les variables caractérisant les mutations virales, séparées en quatre 
catégories (comme décrit dans la section précédente), et pour lesquelles nous avons attribué 
des scores pour toutes les souches du PPRV. L’AFM permet de construire des scores 
synthétiques des quatre catégories de variables, dont les propriétés mathématiques 
permettent d’identifier des profils de mutations et d’expliquer l'hétérogénéité de ces 
mutations en termes de signification biologique, notamment par l’effet des siARNs. Un test 
de permutation est engagé pour évaluer si les mutations observées naturellement chez les 
souches de PPRV rencontrées dans la nature sont statistiquement différentes de celles 
induites par nos siARNs. Les scores moyens issus de l'AFM sont calculés pour ces deux 
groupes de PPRV, ainsi que la distance euclidienne entre les centroïdes ainsi obtenus. La 
même opération est effectuée après permutation aléatoire de l’appartenance des souches à 
l’un des deux groupes, aboutissant à une nouvelle distance entre les centroïdes. L’algorithme 
est répété 9 999 fois en stockant la distance à chaque itération. La valeur initiale est 
comparée aux 9 999 valeurs obtenues par le processus de permutation. La proportion de 
valeurs plus élevées que la valeur initiale donne la valeur p du test.  
Une analyse de survie (Hosmer & Lemeshow, 1999) est appliquée pour examiner 
l’occurrence des modifications observées dans les trois zones cibles des siARNs. Une 
mutation/délétion sur un acide nucléique d’une zone cible est considérée comme une 
résistance aux traitements par les siARNs, et le nombre de transfections successives 
nécessaires pour sélectionner cette résistance est pris en compte et considéré comme le 
temps de survie. 
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 Une analyse de Kaplan-Meier (Kaplan & Meier, 1958) est employée pour la présentation 
graphique de ces résultats. Ces graphiques représentent la courbe de survie de la souche 
parentale du vaccin Nigéria 75/1, face aux traitements successifs avec les siARNs et la 
probabilité pour cette souche de résister à la pression de sélection à travers des 
modifications de la séquence ciblée. Quand aucune modification ne se produit après 20 
passages, la probabilité de survie reste de un à l’issue de ces 20 passages, et les 
observations sont censurées à droite (pas de résistance sélectionnée). 
 
 Pour estimer l'effet de chaque siARN sur la probabilité des mutations/délétion des acides 
nucléiques de chaque zone ciblée, un modèle semi-paramétrique des risques 
proportionnels (de mutation) de Cox (Cox & Oakes, 1984) est utilisé. Ce modèle fournit 
des estimations du risque relatif (RR) de mutation, le risque de mutation observé pour le 







5.1 Effet dose dépendant des siARNs ciblant des régions conservées du gène N 
 
Après infection des cellules Vero, le virus de la PPR se multiplie assez rapidement 
induisant un effet cytopathique évident à trois jours post-infection avec un titre maximal 





 DICC50/ml. Cependant, une inhibition dose-dépendante de la multiplication 
de la souche vaccinale Nigéria 75/1 a pu être clairement observée en présence d'un ou d’une 
combinaison de deux ou trois siARNs à une concentration finale de 3,7 à 100 nM de chaque 
siARN (Figure 21). Ceci est en conformité avec les travaux précédents où une réduction de 
l’ECP a été observée et liée à une réduction de quatre à cinq logs du titre viral (Servan de 
Almeida et al., 2007 ; Keita et al., 2008). Cependant, au terme de quelques transfection 
successives avec un ou une combinaison de deux siARNs, l’émergence d’une résistance 
virale est détectée à travers l’augmentation de l’ECP et la perte de l’effet inhibiteur dose-
dépendant du siARN (Figure 21). Les mutants d’échappement obtenus, après transfection 




 DICC50/ml. Le titre 
pour le virus avec la délétion a été de 10
4,9
 DICC50/ml. Ces titres ont été proches de celui 
observé pour la souche vaccinale de départ (10
5
 DICC50/ml), démontrant que les mutants 
d’échappement ne présentent pas une réduction de leur efficacité de réplication in vitro. Une 
fois la résistance détectée, les virus collectés sont envoyé au séquençage pour confirmation 








Figure 21. Détection de la N par immunofluorescence et observation de l’ECP. Les cellules Vero sont transfectées avec 100 ; 33,3 ; 
11,1 ; 3,7, et 0 nM de siNPPRV1 dans les colonnes A à E, respectivement. Ces mêmes cellules sont infectées avec 0,1 MOI de la souche 
vaccinale Nigéria 75/1 du PPRV (images de gauche) et d’un virus mutant d’échappement (si1mut1, images de droite) dans la ligne une et des 
dilutions au dixième dans les lignes 2 à 4. La première image montre l’expression virale présente quatre jours après l’infection par IF en utilisant 
un anticorps monoclonal couplé TRITC et spécifique de la protéine N des morbillivirus. La seconde image présente les scores d’ECP observés au 
microscope inversé quatre jours après l’infection. 
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5.2 Evaluation de l’efficacité des siARNs (siNPPRV1, siNPPRV6 et siNPPRV7) face 
aux souches sauvages de PPRV disponibles au laboratoire de virologie du Cirad 
 
Les résultats obtenus dans l’évaluation de l’efficacité des siARNs siNPPRV1, 
siNPPRV6 et siNPPRV7 ont mis en évidence que les siNPPRV1 et siNPPRV6 sont 
efficaces contre toutes les souches testées au laboratoire. En revanche, le siNPPRV7 n’est 
actif que contre la souche Nigéria 75/1 (Tableau 11). Après séquençage des trois zones 
cibles des siARNs sur l’ensemble des souches sauvages testées, il est confirmé que le 
siNPPRV1 se retrouve bien sur une région très conservée avec 100% d’identité entre toutes 
les souches. En ce qui concerne la zone ciblée par le siNPPRV6, seule la souche 
Marocco/2008 présente un acide nucléique différent en position 14 (un G à la place d’un 
A). Néanmoins, le siNPPRV6 reste actif sur cette souche. Sur la cible du siNPPRV7, toutes 
les souches présentent une ou plusieurs mutations pouvant expliquer l’absence d’effet de 




Tableau 11. Efficacité des siARNs (siNPPRV1, siNPPRV6 et siNPPRV7) face aux souches sauvages du PPRV disponibles au 
laboratoire de virologie du Cirad et analyse de séquences des trois zones ciblées. En gras sont presentés les acides nucléiques différents de la 
séquence Nigéria 75/1, pour la même position. 





Inhibition Inhibition Pas d’inhibition
GGATCAACTGGTTTGAGAA GGCGGTTCATGGTATCTCT GCATTAGGTCTTCACGAGT
Inhibition Inhibition Pas d’inhibition
GGATCAACTGGTTTGAGAA GGCGGTTCATGGTATCTCT GCATTAGGTCTTCACGAGT
Inhibition Inhibition Pas d’inhibition 
GGATCAACTGGTTTGAGAA GGCGGTTCATGGTATCTCT GCACTAGGTCTTCACGAGT
Inhibition Inhibition Pas d’inhibition 
GGATCAACTGGTTTGAGAA GGCGGTTCATGGTATCTCT GCACTAGGTCTTCACGAGT
Inhibition Inhibition Pas d’inhibition 
GGATCAACTGGTTTGAGAA GGCGGTTCATGGTGTCTCT GCATTAGGGCTCCACGAGT






















5.3 Emergence des mutants d’échappement 
 
Pour examiner la capacité du PPRV à acquérir une résistance aux siARNs seuls ou 
en association avec deux ou trois, des transfections consécutives avec différentes 
concentrations (de 3,7 à 100 nM) sont effectuées in vitro. Quand la perte de l’effet dose-
dépendant associée à une augmentation de l’ECP est observée dans les plaques de 
transfections, les virus sont envoyés au séquençage afin de vérifier la présence des 
modifications sur la totalité du gène N. 
Des mutants d’échappement sont détectés après les traitements successifs avec les 
trois siARNs testés individuellement ou en combinaison par paire. Des mutations simples 
ou multiples de type synonymes ou non-synonymes et une délétion de six acides 
nucléiques dans les zones cibles des siARNs sont observées (Tableau 12A). Toutes les 
mutations et la délétion sont retrouvées sur les zones ciblées par les siARNs, c'est-à-dire, 
qu’aucune autre modification n’est rencontrée ailleurs dans le gène de la nucléoprotéine. 
Aucune mutation n’est retrouvée sur le virus traité avec l’association des trois siARNs au 
terme de 20 transfections successives. 
Les mutations sont concentrées dans les positions trois à sept, huit à dix, et huit et 
neuf respectivement pour le siNPPRV1, siNPPRV6, et siNPPRV7 (Tableau 12A et 11B). 
En conséquence, un nombre limité d'acides aminés est modifié. La fréquence des 
mutations non-synonymes est élevée, avec quatre mutations sur huit pour le siNPPRV1, 
2/6 pour le siNPPRV6 et 1/7 pour le siNPPRV7 (Tableau 12B). Cependant, cette fréquence 
est inversement proportionnelle au nombre possible de codons pour un acide aminé donné, 
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(A) Mutations nucléotidiques issues du traitement par les différents siARNs utilisés. siNPPRV1 (lignes 2-6), siNPPRV1mut4 (ligne 7), siNPPRV6 
(lignes 8-11), siNPPRV7 (lignes 12-16), siNPPRV1 + siNPPRV7 (ligne 17), siNPPRV1 + siNPPRV6 (ligne 18), siNPPRV6 + siNPPRV7 (ligne 
19) et siNPPRV1 + siNPPRV6 + siNPPRV7 (ligne 20). La ligne 1 présente la séquence nucléotidique d’origine de la souche vaccinale du PPRV 
Nigéria 75/1 (les lettres qui correspondent à la zone ciblée dans le cadre de lecture sont surlignées). Aucune modification n’a été rencontrée au 
bout de 20 transfections consécutives in vitro quand les trois siARNs sont combinés (ligne 20). La colonne “passage” indique le nombre de 
transfections nécessaires pour la détection de la modification. si(x)mut(y), (x)= numéro du siARN qui a induit le mutant et (y)= numéro du 
mutant.  
(B) Visualisation des mutations non-synonymes. Les modifications des acides aminés des séquences ciblées par les siARNs après les transfections 
successives sont représentées au-dessous de la séquence originale. Les indices dans la séquence originale indiquent le nombre possible de codons 
pour inclure l’acide aminé correspondant. Les régions marquées en gris représentent les positions de la cible modifiées par les mutations 
(synonymes ou non-synonymes) ou la délétion. 
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Pour un des mutants obtenus, une délétion de six nucléotides est observée. La 
« règle des six », nécessaire à une réplication optimale de tous les virus de la sous-famille 
Paramyxovirinae, a été respectée. Même si cette délétion est en déphasage avec le cadre de 
lecture, elle n’est pas délétère pour le virus. La séquence protéique en aval de la délétion 
est conservée : le réarrangement du génome après délétion a permis la reconstitution du 
dernier codon et la restitution du cadre de lecture avec la perte de seulement deux acides 
aminés (Figure 22). Cette délétion, ainsi que toutes les mutations observées sur les virus 
d’échappement n’affectent pas la capacité de multiplication de ces virus.  
 
Figure 22. Délétion observée après 15 transfections successives in vitro sous 
pression de sélection du siNPPRV1. Une délétion de six acides nucléiques est observée en 
déphasage du cadre de lecture. En gris, la séquence ciblée par le siNPPRV1. Au final, une 
perte de seulement deux acides aminés est observée (R et I). Le reste de la protéine n’a pas 
été modifié. 
 
Le nombre de passages requis pour l’acquisition de la résistance à l’interférence 
ARN à travers des mutations simples ou doubles d'acides nucléiques est de trois à dix 
(Tableau 11A). La délétion est obtenue après 15 passages. Toutefois, avec une association 
de deux siARNs, les mutants d’échappement sont obtenus après seulement 12 à 20 
transfections successives, démontrant ainsi que la résistance est plus difficilement acquise. 
L’association des trois siARNs a empêché l’apparition de virus d’échappement et ce, 
jusqu’à 20 passages consécutifs.  
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L’utilisation des deux siARNs modifiés (siNPPRV1mut1 or siNPPRV1mut4) 
ciblant deux mutants d’échappements montre également une forte inhibition de la 
réplication des virus mutants correspondants (si1mut1 et si1mut4). L’hypothèse d'un 
possible retour à l’acide nucléique d’origine ou la génération d'une nouvelle mutation pour 
échapper au siNPPRV1mut4 a été examinée en employant le mutant correspondant. Au 
lieu d’avoir une réversion de la première mutation, un nouveau mutant d’échappement 
(si1_mut4_mut1) est rapidement obtenu. Une mutation ponctuelle (C/G) de type synonyme 
est générée à la même position que la première mutation (position sept ; Tableau 11A) au 
bout de seulement quatre transfections consécutives.  
 
 
5.4 Cinétique d’apparition et de multiplication des mutants 
 
Une high-resolution melting real-time PCR (PCR-HRM) a été développée pour 
analyser la cinétique d’apparition et de multiplication du virus mutants d’échappement 
si1mut3 par rapport au virus parental. Avec l’utilisation d’une gamme contenant différents 
ratios de la population parentale et mutée, une quantification de la proportion de chaque 
population dans chaque transfection consécutive est possible. Cet essai est réalisé avec les 
passages successifs du si1mut3 (mutation d’un A/C à la position sept de la zone cible du 
siNPPRV1 ; Tableau 11A). La résistance à l’ARNi est d’abord observée par 
l’augmentation de l’ECP et la disparition de l’effet/dose du siNPPRV1 au passage huit. 
L’émergence d’un mutant est confirmée par séquençage quand une mutation synonyme est 
détectée en position sept de la zone cible au passage dix. Le résultat obtenu avec la PCR-
HRM montre une première modification de la courbe de fusion, synonyme d’une 
modification de la séquence amplifiée, à partir du passage cinq. Ensuite, la proportion de la 
population mutante augmente rapidement et graduellement dans les passages suivants, 
comme démontré dans la Figure 23. En effet, jusqu’au passage quatre, 100% de la 
population virale est composée de virus parental et au passage 19, plus aucune trace de ce 




Figure 23. Résultats du high-resolution melting real-time PCR (PCR-HRM). (A) Courbes de fusion de l’ensemble des suspensions 
virales testées. (B) Courbe standard avec les différents ratios de la population parentale (non-muté, NM) et de la population mutée (M ; 




5.5 Confirmation du rôle des mutations et de la délétion dans l’échappement au 
siNPPRV1  
 
Pour déterminer si les mutations et la délétion observées dans la région cible du 
siNPPRV1 sont directement responsables de l'échappement à l’ARNi, un système basé sur 
des plasmides rapporteurs, où les séquences cible du siNPPRV1 non mutée ou mutée sont 
placées directement en amont de la séquence du gène de la luciférase Firefly. Le 
siNPPRV1 original et les siARNs modifiés selon les mutants retrouvés (siNPPRV1mut1 et 
siNPPRV1mut4), ainsi que le siMPPRV11 (siARN contrôle) sont testés face aux différents 
plasmides. L’intensité de l’expression de la luciférase Firefly est mesurée par bio-imagerie 
(Figure 24). Toutes les mutations et la délétion obtenues après les transfections successives 
avec le siNPPRV1 sont confirmées comme directement responsables de l'échappement à 
l’ARNi (Figure 25). Les divergences entre la séquence du siARN utilisé et la séquence 
cible ont été directement proportionnelles à la résistance à l’ARNi. Ainsi, la délétion et la 




Figure 24. Signal de bioluminescence des plasmides rapporteurs avec la séquence cible 
du siNPPRV1 non muté ou muté face au siNPPRV1 non muté ou muté. Le siMPPRV11 




Figure 25. Activité de différents siARNs sur différentes cibles in vitro. Les cellules Vero sont co-transféctées avec un plasmide 
rapporteur contenant la séquence cible du siNPPRV1 non muté (siRNA-NPPRV1) ou muté (siNPPRV1-mut1, siNPPRV1-mut3, ou 
siNPPRV1-mut4) en amont de la séquence ARNm du gène de la Luciférase Firefly et les différents siARNs (siNPPRV1, 
siNPPRV1mut1, siNPPRV1mut4 ou siMPPRV11). La différence entre la zone cible du siARN présente dans le plasmide rapporteur et le 
siARN utilisé est représentée sur l'axe des abscisses, __/__ = séquence cible du siNPPRV1/séquence du siARN. Le niveau du signal (axe 
des ordonnées) a été transformé en rapport sur le signal obtenu pour le siMPPRV11 (siARN contrôle). Le nombre de répétitions (n=x) de 
chaque transfection est donné sur le dessus des barres d'histogramme. Les barres d'erreur représentent les écarts-types des répétitions. 
Les résultats obtenus pour tous les mutants ont été statistiquement significatifs (p < 0.001). Les lignes pointillées horizontales 
représentent la moyenne de chaque groupe.  
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5.6 Conservation des zones cibles et flanquantes des siARNs  
 
Afin de vérifier si la variabilité obtenue in vitro et induite par les siARNs, est 
comparable à celle observée dans la nature, la conservation des régions cibles des trois 
siARNs (position 480-498 dans l’ARNm pour le siNPPRV1, 741-759 pour le siNPPRV6 et 
899-917 pour le siNPPRV7) a été réévaluée au niveau des acides nucléiques et des acides 
aminés. Pour cela, toutes les souches de PPRV, RPV, MV et CDV (canine distemper virus) 
disponibles dans les bases de données publiques ou générées dans notre laboratoire ont été 
utilisées. Comme base de comparaison, les 19 acides nucléiques en amont et en aval des 
zones cibles de chaque siARN ont été considérés. Un total de 25 séquences de PPRV 
(Tableau 10), 13 de RPV, 239 de MV et 66 de CDV a été inclus dans l’évaluation. 
En prenant seulement en compte les 25 séquences de PPRV, les conservations en 
acides nucléiques et en acides aminés sont de 100/100%, 96/100%, et 64/100% 
respectivement pour les régions cibles du siNPPRV1, 6 et 7. Pour les régions flanquantes, 
les niveaux de conservation sont un peu plus faibles avec une variation de 60% à 88% pour 
les acides nucléiques et de 52% à 100% pour les acides aminés (Figure 26).  
La conservation sur l’ensemble des 343 séquences de morbillivirus est de 52,5%, 
49,1% et 81,7% sur les acides nucléiques pour les zones cibles N1, N6 et N7, 
respectivement. Pour les 19 acides nucléiques en amont des zones cibles, l’identité des 
séquences est de 32,6%, 60,6%, et 73,1% et pour les 19 acides nucléiques en aval des 
zones cibles, 87,9%, 50,9%, et 63,7% pour les cibles N1, N6 et N7. L’identité des 
séquences d’acides aminés est de 76,1%, 96,5%, et 99,7% pour les zones cibles, 57,4%, 
99,4%, et 99,7% pour les régions en amont des cibles, et 98,1%, 98,5%, et 99,7% pour les 





Figure 26. Conservation des zones cibles et des régions flanquantes des siARN N1, N6 et 
N7. La partie supérieure montre la conservation nucléotidique entre la souche vaccinale 
Nigéria 75/1 du PPRV et la séquence consensus d’autres morbillivirus (CDV, RPV et 
MV). La partie inférieure illustre la conservation des séquences d’acides aminés entre les 
25 séquences de PPRV, 239 de MV, 13 de RPV et 66 de CDV. Les numéros représentent 
le niveau d’identité de chaque position pour chaque groupe de morbillivirus, les scores 
étant de : 1=0-25%, 2=26-50%, 3=51-75%, 4=76-99%, et 5=100%. 
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5.7 Analyse de la variabilité génomique induite par les siARNs 
 
 
5.7.1 Analyse dN/dS  
 
Pour vérifier si la conservation des zones cibles résulte d’un rôle structurel ou 
fonctionnel essentiel pour ces virus, une analyse dN/dS est effectuée (Figure 27). Le dN/dS 
représente le rapport entre le nombre de substitutions non-synonymes (dN) et les 
substitutions synonymes (dS) et fournie des informations sur la pression d’évolution sur un 
gène. Dans le cas des gènes essentiels, on s’attend à ce que le dS dépasse le dN (dN/dS < 
1) : 
- dN/dS < 1, sélection négative  
- dN/dS = 1, sélection neutre  
- dN/dS > 1,  sélection positive (évolution adaptative) 
 
Le ratio global du dN/dS du gène N du PPRV est 0,144+/-0,189 (min = 0,072 - max 
= 1,429). Ce ratio tombe à 0,089+/-0,015, 0,095+/-0,013 et 0,096+/-0,013 respectivement 
pour les positions du siNPPRV1, 6, et 7. Ces valeurs basses de dN/dS confirment 
l'existence d'une pression négative de sélection sur le gène N et en particulier dans les trois 
zones ciblées par les siARNs. Pour le MV, les valeurs correspondantes sont semblables : 
0,200+/-0,273 (min = 0,061 - max=1,493) sur le gène N et, 0,250+/-0,309, 0,116+/-0,097 
et 0,091+/-0,023 pour les siMV1, 6 et 7, respectivement. Quand les mutants d'échappement 
PPRV sont inclus dans l'analyse dN/dS, seulement une valeur dépasse un (dN/dS= 
1,302+/-0,423) à la position N145 (A485A486C487) dans la région du siNPPRV1. Cela résulte 
de l'accumulation des mutations N/G145, N/S145, et N/T145 observées dans le si1test1, le 
si1test4, et le si1_mut_test4 (Tableau 11). Toutefois, aucune des 13 positions (N145 y 
compris) qui présentaient un ratio dN/dS > 1 dans le gène N n’est statistiquement reconnue 




Figure 27. Analyse dN/dS des souches sauvages du virus PPRV (en rouge) et des 
souches sauvages combinées avec les mutants d’échappements obtenus après 
transfections successives sous pression de sélection des siARN (bleu). Les régions 
correspondantes aux trois zones cibles sont indiquées en bleu, vert et violet pour le 
siNPPRV1, 6 et 7, respectivement. 
 
 
5.7.2 Reconstruction phylogénétique (approche bayésienne) et horloge moléculaire 
 
Une reconstruction phylogénétique par une approche bayésienne (Figure 28) a été 
effectuée pour déterminer si la vitesse d’évolution varie selon le traitement siARN. Les 
alignements multiples des séquences du gène N du PPRV retrouvés sur GenBank ou 
produites par notre équipe (Tableau 10) ont été utilisés. Cette reconstruction est ensuite 
utilisée pour une analyse d'horloge moléculaire avec PAML. La valeur estimée de 
mutations/site/année est de 9,649 x 10
-4
. La valeur estimée de mutations/site/passage sous 
pression des siARNs est de 69,9 x 10
-4
, 103,38 x 10
-4
, 115,79 x 10
-4
, 18,44 x 10
-4
, et < 8,77 
x 10
-4
 respectivement pour siNPPRV1, 6, 7, toute combinaison de deux siARNs, et 
l'association des trois siARNs. En d'autres termes, l’évolution moléculaire sous pression 
d’un seul siARN est sept à douze fois supérieure à la valeur de l’évolution moléculaire 




Figure 28. Arbre de reconstruction phylogénétique obtenue par l’approche bayésienne. 
L’arbre a été obtenu après alignements multiples des séquences du gène N du PPRV 
retrouvés sur GenBank ou produites par notre équipe. 
 
 
5.7.3 Analyse factorielle multiple (AFM) 
 
L’AFM est utilisée pour évaluer si la diversité des mutants siARNs se distingue de 
celle des variants naturels. Les mutations observées sur les zones cibles des siARNs sont 
comparées avec leurs régions flanquantes. Le système de score décrit dans la section « 
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Matériels et Méthodes » est appliqué pour n’importe quelle variation observée (dans la 
nature ou sur la souche Nigéria 75/1 exposée aux siARNs testés) dans les séquences 
d’acides nucléiques et d’acides aminés codés par ces acides nucléiques. Les résultats de 
l’AFM indiquent un niveau élevé de divergence entre les mutations observées dans la 
nature et celles induites après traitements avec les siARNs (Figure 29, test de permutation : 
p ≤ 10-4). 
 
 
Figure 29. Groupes de PPRV sauvages (W) et mutants siARN-induits (M) selon leurs 
séquences nucléotidiques. La distance entre les carrés M et W représente le niveau de 
divergence entre les séquences analysées. Le premier graphique présente l’analyse faite sur 
les séquences de la région cible du siNPPRV1, le deuxième sur la zone cible du siNPPRV6 
et le troisième sur la zone cible du siNPPRV7. 
 
 
5.7.4 Analyse de survie 
 
Pour étudier si la vitesse d’échappement varie selon le traitement siARN, l’analyse 
de survie est utilisée à travers la comparaison de la probabilité d’apparition d’une mutation 
/ délétion entre les transfections successives des différents groupes de traitement. 
Les résultats de l’analyse de Kaplan-Meier sont présentés sur la Figure 40. Aucune 
mutation de la souche de PPRV vaccinale Nigéria 75/1 n’est rencontrée après 20 passages 
consécutifs pour la combinaison de trois siARNs (non représenté sur la Figure. 29). La 
probabilité de survie diminue à partir du 7
e
 passage pour la combinaison de deux siARNs 
(trois derniers graphiques). En revanche, les mutations apparaissent plus rapidement et par 
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conséquent la probabilité de survie diminue plus vite (entre le 3
e
 et le 10
e
 passage) quand 
un seul siARN est appliqué (trois premiers graphiques). 
Les résultats du modèle de Cox montrent que, par rapport au siNPRV1, le risque de 
mutation est plus élevé - mais pas significatif - pour le siNPPRV6 (RR = 2,5, p = 0.11) et 
pour le siNPPRV7 (RR = 2,1, p = 0,13). En outre, pour n’importe quelle combinaison de 
deux siARNs, RR est inférieur à un (RR < 1). Cependant, la différence est significative 






Figure 40. Probabilité de survie (ou d’absence de mutation) de la souche PPRV vaccinal Nigéria 75/1 sous pression de sélection 
exercée par différents siARNs. Le nombre de transfections successives nécessaires à l’observation d’une mutation est employé comme temps de 





La découverte de l’interférence ARN a suscité un intérêt majeur dans la communauté 
scientifique non seulement pour étudier la fonctionnalité des gènes par inhibition de leur 
expression, mais également comme un outil thérapeutique potentiel depuis que la production 
et l’application de courtes séquences d’ARN interférents synthétiques (les siARNs) ont été 
maitrisées. Pouvoir développer des médicaments basés sur l’utilisation des siARNs est 
maintenant envisageable et représente une nouvelle perspective pharmacologique. Un intérêt 
majeur est concentré dans le développement des traitements pour diverses maladies 
infectieuses pour lesquelles une thérapie efficace n’est pas encore disponible. Bien que les 
vaccins puissent être des outils efficaces pour combattre les maladies virales, seules les 
drogues antivirales peuvent offrir une solution thérapeutique quand l'infection est déjà 
installée. De fait, les études explorant le développement des siARNs pour leur utilisation 
contre les maladies virales se sont multipliées. La stratégie de l’ARNi comme outil antiviral a 
été démontrée pour la première fois in vitro par Bitko and Barik (2001) pour contrôler la 
synthèse des protéines P et F et réduire la réplication du virus respiratoire syncytial. Depuis, 
une large gamme de virus s’est montrée sensible à l’ARNi in vitro, tels que le HIV (Boden et 
al., 2003 ; Das et al., 2004 ; Sabariegos et al., 2006 ; Schopman et al., 2010), le coronavirus 
(McDonagh et al., 2011), l’influenza virus (Ge et al., 2003 ; Seth et al., 2010 ; Zhiqiang et al., 
2010), le poliovirus (Gitlin et al., 2005 ; Saulnier et al., 2005), le virus de la fièvre aphteuse 
(Chen et al., 2006), le papillomavirus (Chen et al., 2010), le virus de la peste porcine africaine 
(Keita et al., 2010), les herpes virus (Bhuyan et al., 2004 ; Wiebusch et al., 2004 ; Chen et al., 
2008), ainsi que les morbillivirus (Otaki et al., 2006 ; Reuter et al., 2006 ; Servan de Almeida 
et al., 2007 ; Keita et al., 2008). Même si la plupart des travaux ont été réalisés in vitro, des 
résultats prometteurs ont également été obtenus in vivo (Giladi et al., 2003 ; Tompkins et al., 
2004 ; Bitko et al., 2005) et à ce jour, plusieurs essais cliniques sont en réalisation chez 
l’homme et chez les animaux (Haasnoot et al., 2007 ; Castanotto & Rossi, 2009). Cependant, 
le développement d’une thérapie antivirale basée sur l’interférence ARN relève encore des 
défis substantiels. Deux des contraintes les plus importantes sont (i) le développement des 
systèmes de délivrance efficaces in vivo (Xie et al., 2006 ; de Fougerolles, 2008 ; Takeshita et 
al., 2009) et (ii) le risque d'apparition des virus d’échappements résistants à l’ARNi (Das et 
al., 2004 ; Wu et al., 2005).  
L’échappement à l’interférence ARN a été décrit auparavant, notamment pour des 
virus à ARN (Boden et al., 2003 ; Das et al., 2004 ; Gitlin et al., 2005 ; Westerhout et al., 
2005 ; Wilson & Richardson, 2005 ; Wu et al., 2005 ; Konishi et al., 2006 ; Kusov et al., 
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2006 ; Nishitsuji et al., 2006 ; Sabariegos et al., 2006 ; ter Brake et al., 2006 ; Unwalla et al., 
2006 ; Baba et al., 2008 ; von Eije et al., 2008). Une des principales caractéristiques de 
l’ARNi est l’exigence d’un haut degré de spécificité pour les séquences ciblées ce qui limite 
sa flexibilité vis-à-vis de la grande capacité d'évolution des virus. Effectivement, un seul point 
de mutation sur la zone cible peut entièrement annuler l’effet antiviral. Par conséquent, la 
résistance à l’ARNi peut être acquise par une seule mutation simple dans la zone cible ou en 
dehors, dans le cas d’un effet hors-cible (Gitlin et al., 2005 ; Westerhout et al., 2005 ; von Eije 
et al., 2008) et jusqu’à une délétion partielle ou complète (Westerhout et al., 2005). Les virus 
à ARN démontrent une propension élevée à acquérir une résistance aux siARNs en raison de 
leur taux d’erreurs élevé lors de la réplication de leur génome par l’ARN-polymérase ARN-
dépendante (Nichol et al., 2000). Pour surmonter ce problème, différentes stratégies ont été 
proposées (ter Brake et al., 2006 ; Gitlin et al., 2005 ; Gimenez-Barcons et al., 2007 ; 
Schopman et al., 2010 ; Eekels et al., 2011). L’une d’entre elles, consiste à cibler un gène 
viral essentiel et conservé entre souches et entre virus d’une même famille pour essayer de 
limiter ainsi la capacité de dérive génétique du virus (Colbère-Garapin, et al., 2005 ; Shin et 
al., 2009). 
 
Dans le but de développer une stratégie thérapeutique anti-morbillivirus, le Cirad a 
identifié trois ARN interférents (siNPPRV1, siNPPRV6 et siNPPRV7) capables d’inhiber in 
vitro à plus de 80% de la réplication du virus de la peste de petits ruminants, de la peste 
bovine et de la rougeole (Servan de Almeida et al., 2007 ; Keita et al., 2008). Parmi les six 
gènes codés par ces virus, le gène de la nucléoprotéine est le plus abondant et présente un rôle 
primordial dans l’encapsidation, la transcription et la réplication virale (Banyard et al., 2008). 
Vu la stabilité du génome des morbillivirus (6,2 x 10
-4
 substitutions/site/année) relativement 
importante comparée aux autres virus ARN comme les entérovirus et les rétrovirus 
(respectivement 34 x 10
-4
 et 25 x 10
-4
 ; Jenkins et al., 2002) et le fait que les trois siARNs 
précédemment identifiés par le Cirad ciblent en outre la région la plus conservée du gène N 
(région III avec 85-90% de conservation de séquence entre morbillivirus), nous avons 
initialement présumé que la capacité des morbillivirus à échapper à la pression de siARNs 
serait limitée. Le but de cette étude était de vérifier cette hypothèse, en utilisant le virus de la 
PPR comme modèle de morbillivirus. 
 
Dans le cadre de cette étude, des mutations/délétion dans la séquence d’un gène viral 
essentiel des morbillivirus ont été détectées après traitement in vitro avec des differentes 
doses de trois siARNs. Chacun des trois siARNs étudiés (siNPPRV1, siNPPRV6 et 
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siNPPRV7) utilisé seuls ou en combinaison a été capable d’induire des populations virales 
porteuses de mutations simples ou doubles (synonymes ou non-synonymes) ou d’une délétion 
de six acides nucléiques leur permettant d’échapper à la pression de sélection. Dans d’autres 
études, plusieurs virus ont également été capables de développer des variantes résistantes à 
l’ARNi par mutations ou délétions partielles ou complètes de la zone cible (Das et al., 2004 ; 
Westerhout et al., 2005). En conformité avec les résultats trouvés par Das et al. (2004) et par 
Sabariegos et al. (2006) sur le HIV-1, une différence d’un seul acide nucléique entre le siARN 
et sa région cible est capable de modifier le niveau du silencing et de générer une résistance 
partielle à l’ARNi. Quant à la délétion, à notre connaissance, c’est la première fois qu'un 
mutant d’échappement est obtenu avec une délétion de six acides nucléiques dans un gène 
viral essentiel conservé. Ainsi, même pour le virus HIV-1 dont le génome est très plastique, 
von Eije et al. (2008) n’ont jamais obtenu de délétions parmi leurs 500 mutants 
d’échappement quand des séquences essentielles et hautement conservées étaient ciblées. Il 
est intéressant de noter, que la délétion observée dans le gène N du PPRV permet de maintenir 
la « règle des six » où le nombre de nucléotides composant le génome doit être un multiple de 
six pour une encapsidation optimale dans la nucléoprotéine et une réplication efficace du 
génome des morbillivirus (Halpin et al., 2004 ; Roux, 2005). Bien que la délétion soit en 
déphasage du cadre de lecture, elle n’aboutit, in fine, à la perte que de deux acides aminés, le 
reste de la protéine étant conservée à 100%. Le virus ainsi obtenu possède une protéine N plus 
courte, mais conservée à 99,62% par rapport à sa séquence d’origine. Ce résultat est une 
illustration d’une plasticité assez inattendue du génome des morbillivirus. Le niveau de 
résistance à l’ARNi a pu être corrélé à la quantité de divergence existant entre la zone cible et 
le siARN utilisé. La diminution de l’efficacité de l’ARNi s’est montrée plus prononcée dans 
les cas de délétion et de doubles mutations comparativement aux mutations simples, suggérant 
dans le premier cas, une meilleure réponse adaptative pour la résistance à l’interférence ARN.  
 
Bien qu’une forte contrainte structurale ou fonctionnelle s’appliquait aux régions bien 
conservées du gène N viral ciblées par nos siARNs, nous n’avons cependant pas obtenu de 
réversion de mutation lorsqu’un second siARN muté (siNPPRV1mut4) a été appliqué à une 
première génération de mutants viraux d’échappement. Au contraire, une nouvelle mutation 
originale a été rapidement acquise, conférant une nouvelle résistance à l’ARNi. 
 
Toutes les mutations observées, synonymes ou non-synonymes, ont été pour la plupart 
rencontrées dans les régions centrales ou dans les positions de l’extrémité 5’de la cible. 
Autrement dit, les modifications sont apparues entre les positions trois à dix et ont, le cas 
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échéant, abouti à des substitutions d’acides aminés entre les positions deux à quatre. La 
délétion a affecté la même région. Il a été déjà démontré qu’en fonction de la localisation des 
mutations dans la zone cible, une inhibition plus ou moins importante de l’interférence ARN 
pouvait se produire (Pusch et al., 2003). Les mutations dans la région centrale de la cible 
peuvent être responsables d’une plus grande résistance aux siARN, que celles rencontrés dans 
les extrémités 5’ ou 3’. Les mutations dans l’extrémité 5’ aboutiraient à une résistance 
partielle alors que les mutations dans l’extrémité 3’ ne sembleraient pas affecter l'efficacité du 
silencing (Pusch et al., 2003 ; Gitlin et al., 2005 ; Sabariegos et al., 2006). Nos résultats 
suggèrent que les régions critiques pour l’activité de nos siARNs se limiteraient à la première 
moitié des zones cibles (jusqu’au 10e nucléotide). En revanche, la deuxième moitié des 
régions cibles soit ne confère effectivement pas suffisamment de résistance à l’ARNi, soit ne 
peut pas être modifiée sans conséquences délétères sur la viabilité du virus.  
 
Le faible degré de conservation de la région cible du siNPPRV7 explique qu’aucune 
des souches PPRV sauvages n’ait été efficacement contrôlée par le siNPPRV7. Des variations 
importantes entre ce siARN et les souches sauvages au niveau des positions quatre, neuf et 
douze de la cible sont présentes. Dans une visée thérapeutique, l’utilisation concomitante du 
siNPPRV7 d’origine et de siARNs « dégénérés », contenant les variations possibles de la 
séquence ciblée serait surement nécessaire pour contrôler l’ensemble des souches de PPRV 
présentes dans la nature. Une stratégie semblable a été utilisée par Schopman et al. (2010), où 
l’utilisation concomitante de trois siARNs couvrait toutes les possibilités d’échappements du 
virus HIV-1. Ces siARNs ont été appelés siARN de seconde génération et ont été capables de 
bloquer les principales ressources d’échappement de ce virus.  
 
Pour une grande proportion de mutants (8/18), la mutation induite par la pression des 
siARNs a entrainé des substitutions d’acides aminés (mutations non-synonymes). La majorité 
de ces substitutions (6/8) n’a probablement jamais existée à l’état naturel chez d’autres 
morbillivirus (analyse faite sur 343 séquences disponibles). Une telle malléabilité du gène N 
des morbillivirus était inattendue puisque l'analyse dN/dS sur la totalité du gène N de PPRV 
et de MV montrait des ratios inférieurs à 0,150, voire inférieurs à 0,1 pour les régions cibles 
de nos siARN, indiquant une forte pression de sélection négative. De façon plus surprenante, 
une position (A485A486C487/N145) dans la séquence cible du siNPPRV1 a obtenu une valeur 
dN/dS > 1. La raison pour laquelle des mutations non-synonymes ont été accumulées sur ces 
positions 485 à 487 de l’ARNm pour échapper à la pression exercée par le siARN pourrait 
être la conséquence d’une combinaison de facteurs comprenant : (i) le ciblage préférentiel de 
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ces résidus critiques pour échapper efficacement à l'interférence ARN, (ii) le nombre limité de 
codons alternatifs disponibles pour muter ces positions sans affecter l’acide aminé et (iii) la 
tolérance de la protéine N au changement de l’acide aminé concerné. Dans la mesure où les 
mutations d’acides nucléiques induites par nos trois siARNs se sont concentrées dans des 
régions des zones cibles qui disposent d’une dégénérance limitée du code génétique, il n'est 
dès lors pas étonnant que presque la moitié de nos mutants d’échappement ait acquis une 
substitution d’acide aminé.  
 
La variabilité génétique des virus ARN est bien connue et est directement liée à une 
fréquence de mutations relativement importante à chaque réplication du génome. Cela résulte 
de la  fidélité imparfaite de l'enzyme responsable de la réplication, l’ARN-polymérase ARN-
dépendante, qui ne possède pas de fonction de relecture et de réparation des erreurs. De cette 




 soit 1 nucléotide 
erroné pour 1 000 à 10 000 nucléotides recopiés ; Jenkins et al., 2002 ; Hanada et al., 2004). 





, soit un nucléotide erroné pour un million à un milliard de nucléotides recopiés ; 
Drake et al., 1998). Cette variabilité présente cependant un avantage adaptatif et évolutif 
certain pour échapper aux défenses de l’hôte, mais également pour acquérir des résistances 
aux antiviraux. L’apparition de virus mutants résistants est une des raisons invoquées pour 
expliquer l’échec d’un traitement antiviral, en particulier lorsque celui-ci n’est pas 
suffisamment efficace ou est mal appliqué (dose et durée inadaptées). En effet, face à la 
pression de sélection d’un traitement inapproprié, l’évolution des virus peut être très rapide. 
Notre travail confirme cette situation puisque le taux de mutations par emplacement et par 
passage sous pression de sélection d’un seul siRNA a été sept à douze fois plus élevés que les 
taux de mutation/emplacement/année des souches sauvages de morbillivirus évoluant 
normalement dans le milieu naturel. Ce taux n’était plus que deux fois plus élevé lorsqu’une 
combinaison de deux siARNs était utilisée. 
 
Pour limiter ces risques d’acquisition de résistance, des stratégies doivent être 
envisagées. Quelques unes pourraient être de : (i) débuter les traitements le plus tôt possible, 
lorsque la charge virale est encore peu élevée et que la fréquence d’acquisition de mutants 
résistants est plus faible ; (ii) commencer avec un traitement combinant plusieurs molécules, 
pour ne pas donner au virus la possibilité de développer des résistances de manière 
séquentielle. Dans notre étude nous avons été capables de réduire le taux d'évolution in vitro à 
la valeur correspondante observée dans la nature en associant trois siRNA puisque aucune 
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mutation n’a été observée au bout de 20 passages. Selon nos résultats, l’utilisation 
thérapeutique d’une combinaison d’au moins deux siARN à concentration optimale doit être 
recommandée contre des morbillivirus. Dans cette étude, l'apparition des mutants 
d’échappement a en effet été retardée de six à treize passages quand deux siARNs ont été 
associés et l’utilisation de trois siARNs a empêché l’émergence de mutants d’échappement 
après 20 traitements successifs. Un résultat similaire a été obtenu par Kusov et al. (2006), qui 
ont pu empêcher l’apparition des variantes du HIV-1 résistantes à l’ARNi quand plusieurs 
régions d’un gène non-structural ont été ciblées. Ces résultats soulignent que l’utilisation 
adéquate de l’ARNi pourrait être une solution thérapeutique intéressante. Toutefois, ils 
montrent aussi qu’une erreur de conception du traitement et de dose, pourrait accélérer 
l'évolution et générer l’émergence de souches avec des modifications potentiellement 
« dangereuses » aboutissant par exemple à l’émergence de phénotypes plus virulents. Il est 
important de souligner également, que l’apparition de mutants d’échappement est 
probablement plus fréquente dans un contexte expérimental qu’ in vivo. En effet, les cellules 
Vero ne produisent pas de IFN-1 et les virus peuvent se multiplier plus facilement. 
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7 CONCLUSIONS ET PERSPECTIVES 
 
Le laboratoire de virologie du Cirad, référence nationale et internationale pour la PPR, 
a engagé des travaux sur l’interférence ARN dès 2004 pour lutter contre les infections à 
morbillivirus. Le premier objectif consistait à identifier des siARNs actifs in vitro sur 
plusieurs morbillivirus. Parmi les six gènes codés par ces virus, le gène codant pour la 
nucléoprotéine virale a été initialement choisi. Outre le fait que ce gène soit le plus abondant 
dans les virions et dans les cellules infectées, il présente un rôle primordial dans 
l’encapsidation, la transcription et la réplication virale (Banyard et al., 2008). Des régions 
conservées de la N virale ont été identifiées et soumises à sélection de séquences siARN 
actives. Trois sites conservés ont été identifiés comme peuvent être efficacement ciblés in 
vitro par des siARNs spécifiques de trois morbillivirus différents. Ces trois sites permettent 
d’inhiber in vitro de manière quasi complète la réplication du virus de la rougeole, de la peste 
bovine et de la peste des petits ruminants. Le présent travail nous a permis de montrer la 
grande malléabilité des réponses adaptatives des morbillivirus face aux traitements par ses 
trois siARNs qui ciblent pourtant des régions essentielles et hautement conservées du génome 
viral. L’exemple le plus flagrant de cette malléabilité est la délétion de six acides nucléiques 
en déphasage du cadre de lecture, obtenu après 15 transfections successives in vitro avec le 
siNPPRV1. A notre connaissance, c’est la première fois qu’un virus d’échappement est 
obtenu avec une délétion de six acides nucléiques dans un gène viral essentiel et fortement 
conservé, ayant comme résultat l’expression d’une protéine plus courte. Pour l’heure, seul le 
VHC a montré une capacité à échapper à l’ARNi à travers la délétion d’un seul acide 
nucléique dans la zone cible quant une protéine structural a été ciblée (Konishi et al., 2006). 
Le HIV-1 semble seulement être capable de déléter des régions des gènes non-structurels 
(Westerhout et al., 2005). Nos résultats démontrent qu’il existe un obstacle critique à 
l'utilisation de l’ARNi comme thérapie anti-morbillivirus, dû à la plasticité génomique de ces 
virus. Cependant, nous avons été capables d’empêcher l’apparition in vitro de virus 
d’échappement après 20 transfections successives en utilisant une combinaison de trois 
siARNs, ce qui pourrait être une stratégie alternative acceptable pour diminuer le risque 
d'échec des traitements avec des siARNs. 
 
Une fois contenu le risque d’échappement comme proposé dans ce travail, il convient 
de se pencher sur la question de la délivrance efficace des siARN in vivo. Cette question n’est 
pas simple car les siARN sont exposés aux ARNases de l’organisme et doivent in fine accéder 
aux cellules dans lesquelles se répliquent les virus. Les efforts de recherche du laboratoire de 
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virologie du Cirad se concentrent maintenant sur cette question. Un premier essai de 
délivrance de siARN par des liposomes ou un adénovirus réalisé chez la chèvre en 2006 n’a 
pas permis de montrer des effets significatifs. Pour perfectionner les systèmes de délivrance, 
l’équipe s’est alors engagée dans le développement d’un modèle souris, plus économique et 
reproductible. Dans un premier temps, un modèle non infectieux a été établi. Il consiste à faire 
exprimer chez la souris le gène de la luciférase contenant une séquence cible de siARN 
dérivée des morbillivirus. L’extinction du gène par délivrance de siARN sous différentes 
formes est alors mesurée de façon dynamique au cours du temps par imagerie in vivo. A 
travers ce système, trois candidats potentiels pour la délivrance in vivo des siARNs ont été 
sélectionnés : un vecteur baculovirus, un peptide et une préparation lipidique. Ces systèmes de 
délivrance sont actuellement en cours d’analyse, mais pour l’instant aucun n’a induit des 
effets significatifs. Dans un second temps, le développement d’un modèle infectieux a été 
engagé consistant à produire une souris transgénique exprimant le récepteur cellulaire du 
virus PPR. Cette souris sera croisée avec une souris immunodéprimée pour rendre les issues 
sensibles à l’infection PPR. L’efficacité des systèmes de délivrance ainsi que de l’application 
de différentes associations de siARNs pourront alors être testées avant d’être validées chez 
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Dynamique de l’émergence in vitro des mutants d’échappement du virus de la peste des 
petits ruminants (PPRV) face à l’activité ARN interférente ciblant le gène de la 
nucléoprotéine : implications pour les stratégies thérapeutiques 
 
Les membres du genre Morbillivirus, famille Paramyxoviridae sont responsables de graves 
maladies chez l’homme et les animaux, comme la rougeole, la peste bovine (RP) et la peste des 
petits ruminants (PPR). Malgré l'existence de vaccins efficaces contre ces maladies, des 
traitements spécifiques sont souhaitables. L’inhibition de la réplication de ces virus peut être 
acquise par interférence ARN (ARNi), un mécanisme d’inhibition post-transcriptionnel déclenché 
par des séquences courtes d’ARN double-brin (siARN). Le Cirad a précédemment identifié 3 
siARNs ciblant des régions conservées du gène de la nucléoprotéine virale capables d’inhiber au 
moins 80% de la réplication in vitro des virus de la rougeole, de la RP et de la PPR. Cependant, un 
problème majeur dans la stratégie d’ARNi est le risque d'apparition de virus résistants. Dans cette 
étude, nous avons évalué le risque d’apparition de mutants d’échappement du virus de la PPR sous 
pression de sélection de 3 siARNs appliqués seul ou en association après plusieurs transfections 
successives in vitro. Excepté pour la combinaison des 3 siARNs, le virus a échappé à l’ARNi 
après 3 à 20 passages consécutifs, avec des mutations simples ou multiples (synonymes ou pas) ou 
une délétion de 6 nucléotides dans la zone cible des siARN. Ces résultats mettent en évidence une 
plasticité génomique inattendue des morbillivirus surtout illustrée par cette délétion non-délétère 
d’une partie significative d’un gène viral essentiel, qui devrait être considérée comme un obstacle 
à l'utilisation de l’ARNi comme thérapie antivirale. Cependant, l'utilisation combinée de 3 siARNs 
peut être proposée pour diminuer le risque d'échappement aux siARNs. 
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(ARNi), siARN, virus d’échappement, thérapie antiviral, malleabilité génomique. 
 
Dynamics of the in vitro emergence of escape mutants of the peste des petits ruminants virus 
(PPRV) to interfering RNAs targeting the nucleoprotein gene: implications for therapeutics 
 
Viruses in the genus Morbillivirus, within the family Paramyxoviridae are responsible for severe 
humans and animal diseases, including measles, rinderpest (RP) and peste des petits ruminants 
(PPR). In spite of the existence of efficient vaccines against these diseases, specific treatments to 
be applied when the infection is already present are desirable. Inhibition of morbillivirus 
replication can be achieved by RNA interference (RNAi), a mechanism of post-transcriptional 
gene silencing triggered by small double-stranded RNA (siRNA). The Cirad previously identified 
three siRNAs that target conserved regions of the essential gene encoding the viral nucleoprotein 
and are able to prevent in vitro at least 80% of the replication of measles, RP and PPR viruses . 
However, a major problem in RNAi is the important risk of emergence of escape mutants. In this 
study, we investigated the ability of PPR virus to escape the inhibition conferred by single or 
multiple siRNAs after several consecutive transfections in vitro. Except with the combination of 
the three different siRNAs, the virus systematically escaped RNAi after 3 to 20 consecutive 
passages. The mutations were characterized by either single or multiple punctual nucleotide 
mutations (synonymous or not) or a deletion of a stretch of 6 nucleotides into the siRNA target. 
These results demonstrate that the genomic plasticity of morbilliviruses, illustrated maily by this 
significant and no-deleterious deletion in an essential viral gene, should be considered as an 
obstacle to the use of RNAi in antiviral therapy. However, the combined use of three siRNAs can 
be proposed to prevent treatment failure with siRNAs. 
 
KEYWORDS: Morbillivirus, peste des petits ruminants virus (PPRV), RNA interference (RNAi), 
siRNA, escape virus, antiviral therapy, genomic malleability. 
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